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Das Interesse am anaeroben Abbau von Kohlenwasserstoffen durch Mikroorganismen hat in den
letzten lahren stark zugenommen. Trotz der erzielten Fortschritte auf diesem Gebiet sind viele
grundlegende Fragen zum Mechanismus der anaeroben Aktivierung dieser reaktionstriigen Stoff-
klasse bisher noch nicht beantwortet. In der vorliegenden Dissertation wurde zwei Themen zum
anaeroben Abbau von Kohlenwasserstoffen nachgegangen. Einerseits wurde der anaerobe Abbau
von Ethylbenzol, einem industriell wichtigen aromatischen Kohlenwasserstoff, sowohl in einem
denitrifizierenden Azoarcus Stamm als auch in einem neuartigen Isolat eines sulfatreduzierenden
Bakteriums untersucht. Andererseits wurde erstmals der anaerobe Abbau der unter Standardbe-
dingungen gasf6rmigen Alkane Propan und Butan gezeigt, die mit Sulfat als Elektronenakzeptor
oxidiert wurden.
1 1m denitrifizierenden Azoarcus Stamm EbNl wird Ethylbenzol bei Abwesenheit von
Sauerstoff im ersten Schritt zu (S)-l-Phenylethanol und nachfolgend zu Acetophenon oxidiert.
Aus diesem Stamm wurde zur genaueren Untersuchung dieses neuartigen Stoffwechselweges die
Ethylbenzol-Dehydrogenase, welche die initiale Reaktion im Ethylbenzol-Stoffwechsel kata-
lysiert, gereinigt und charakterisiert. Das periplasmatische Enzym oxidierte (dehydrogenierte)
Ethylbenzol in Abwesenheit von Sauerstoff mit Ferricenium als kiinstlichem Elektronenakzeptor
zu (S)-l-Phenylethanol. Die Reaktion der Ethylbenzol-Dehydrogenase ist unter biochemischen
Aspekten sehr interessant, da hier unter anoxischen Bedingungen eine organische Verbindung
ohne funktionelle Gruppen aktiviert wird. Das Enzym hatte eine apparente Molekularmasse von
155 kDa, bestand aus drei Untereinheiten (96, 43 und 23 kDa) in einer a~y Zusammensetzung
und enthielt Molybdan, Eisen-Schwefel-Zentren und Cytochrom b als Cofaktoren. Der N-Ter-
minus der groBen Untereinheit wies die groBte AhnIichkeit mit dem der Selenat-Reduktase aus
Thauera selenatis und dem anderer Molybdan-Enzymen aus der DMSO-Reduktase-Familie auf.
1m zellfreien Extrakt war die Ethylbenzol-Dehydrogenase unempfindlich gegeniiber Sauerstoff,
nicht jedoch in gereinigter Form, wenn das Cytochrom b sich im reduzierten Zustand befand.
Weiterhin wurde aus demselben Organismus eine (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase isoliert
(s. nachster Absatz). Durch Kopplung dieses Enzyms mit der Ethylbenzol-Dehydrogenase
konnte die stereospezifische Produktion von (S)-l-Phenylethanol durch die Ethylbenzol
Dehydrogenase nachgewiesen werden. In dem mit Stamm EbNl eng verwandten Azoarcus Stamm
2PbNl, der sowohl mit Ethylbenzol als auch n-Propylbenzol wachst, wurde die Aktivitat einer
Ethylbenzol-Dehydrogenase gemessen, die auch n-Propylbenzol mit hoher Rate umsetzte.
2 Eine NAD+-abhangige I-Phenylethanol-Dehydrogenase katalysiert den zweiten Schritt im
anaeroben Ethylbenzolstoffwechsel des Azoarcus Stammes EbNl. In Extrakten aus Zellen, die
auf Ethylbenzol gewachsen waren, war die Aktivitat mit (S)-I-Phenylethanol 11 fach hoher als
mit (R)-I-Phenylethanol. Die (S)-I-Phenylethanol-Dehydrogenase wurde gereinigt und charakter-
isiert. Das Enzym ist eine typische Alkohol-Dehydrogenase aus der Familie der ,,short-Chain"-
Dehydrogenasen/Reduktasen, die in der Regel keine Metallcofaktoren enthalten, und besteht aus
zwei identischen Untereinheiten mit einer Molekularmasse von 25,5 kDa. Das Enzym kataly-
sierte auch die Reduktion von Acetophenon und wurde durch hohere Konzentration von (R)-I-
Phenylethanol gehemmt. Das Enzym zeigte niedrige apparente Km-Werte fUr (S)-I-Phenylethanol
und Acetophenon (1,6 IlM bzw. 1,0 IlM) und setzt nur einige sekundare Alkohole wie 1-
Phenylpropanol und Isopropanol, bzw. die dazugehorigen Ketone urn.
3 Ein neuartiges sulfatreduzierendes Bakterium mit der Fiihigkeit, den aromatischen Kohlen-
wasserstoff Ethylbenzol unter anoxischen Bedingungen in Gegenwart von Sulfat komplett zu
CO2 zu mineralisieren, wurde aus einer Anreicherungskultur mit Sediment aus dem Guaymas
Becken isoliert. Das Bakterium, Stamm EbS7, gehort aufgrund von Sequenzanalysen des 16S
rRNA Genes zur 6-Untergruppe der Proteobakterien. Die nachsten Verwandten sind zwei sulfat-
reduzierende Bakterien, die m-Xylol bzw. Naphthalin als Wachstumssubstrat nutzen (rnXyS 1
und NaphS2). Neben Ethylbenzol verwertete Stamm EbS7 auch Phenylacetat, 3-Phenylpropio-
nat, n-Capronat, Fonniat, Lactat und Pyruvat als Elektronendonatoren und Kohlenstoffquellen.
Hingegen wurden I-Phenylethanol und Acetophenon, die Intennediate des anaeroben Ethylben-
zolmetabolismus in denitrifizierenden Bakterien, nicht verwertet. I-Phenylethanol hemmte sogar
spezifisch das Wachstum von Stamm EbS7 auf Ethylbenzol. In Kulturiiberstanden von auf
Ethylbenzol gewachsenen Zellen von Stamm EbS7 wurden (l-Phenylethyl)succinat und 4-Phe-
nylpentansaure als mogliche Intennediiirprodukte beim Abbau von Ethylbenzol nachgewiesen.
Der anaerobe Abbau von Ethylbenzol verlauft somit anders als in denitrifizierenden Bakterien.
Vorgeschlagen wird ein Stoffwechselweg analog zum anaeroben Hexanabbau in Azoarcus Stamm
HxNI. Demnach wiirde Ethylbenzol in Stamm EbS7 durch Addition an Fumarat aktiviert und
somit (l-Phenylethyl)succinat als erstes Intennediat gebildet werden. Nach einer Urnlagerung des
3Kohlenstoffgeriistes und Decarboxylierung wiirde 4-Phenylpentanoyl-CoA, der Thioester des
gefundenen Intennediates, entstehen.
4 Mit Sediment aus dem Guaymas Becken wurden bei 28°C und 60°C Anreicher-
ungskulturen mit den gasfonnigen Alkanen Propan und n-Butan als einzigem organischen Substrat
und mit Sulfat als Elektronenak.zeptor erhalten, nicht jedoch mit Ethan. Aus einer mesophilen
Anreicherungskultur mit Butan wurde ein neuartiges sulfatreduzierendes Bakteriwn, Stamm
BuSS, isoliert. Aufgrund der Analyse der 16 S rRNA Gensequenz gehorte Stamm BuSS zur &-
Untergruppe der Proteobakterien. Die groBte Sequenzahnlichkeit zeigte Stamm BuSS zu einer
Klonsequenz eines endosymbiontischen sulfatreduzierenden Bakteriums aus dem Oligochaeten
Olavius algarvensis (93,9 %). Stamm BuS5 wuchs auch mit Propan und Pentan, jedoch nicht mit
Hexan, Ethan oder Isopropan als Substrat. Stamm BuSS ist das erste nachgewiesene Bakteriwn,
das unter anoxischen Bedingungen gasformige Alkane verwertet. Die thennophile An-
reicherungskultur mit Propan wurde von einem neuartigen Desulfotomaculum Stamm dominiert
(92 % der Gesamtpopulation), was durch Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung nachgewiesen
wurde.
4Teil I: Darstellung der Ergebnisse im Gesamtzusammenhang
A Einieitung
Kohlenwasserstoffe finden sich in der lebenden Natur, vor allem aber in Erdal und Erdgas. Sie
stellen die industriell wichtigste Stoffklasse natiirlichen Ursprungs dar. Schon seit langem sind
aerobe Mikroorganismen bekannt, welche die chemisch inerten Kohlenwasserstoffe mit Hilfe von
molekularem Sauerstoff aktivieren und komplett zu CO2 mineralisieren. Es war fUr Jahrzehnte
trotz einiger Hinweise auf eine Oxidation von Kohlenwasserstoffen durch anaerobe Mikro-
organismen (Bastin et al. 1926; ZoBell 1946; Rosenfeld 1947; Davis und Yarbrough 1966) jedoch
gangige Lehrbuchmeinung, daB Kohlenwasserstoffe nur unter oxischen Bedingungen durch Mikro-
organismen abgebaut werden kannen. Erst vor etwa einem Jahrzehnt wurden erstmals Reinkul-
turen mit der Fahigkeit zum anaeroben Abbau von Kohlenwasserstoffen wie Toluol (Lovley et al.
1989) oder Hexadecan (Aeckersberg et al. 1991) isoliert. Weitere Isolierungen von Bakterien, die
Kohlenwasserstoffe unter anoxischen Bedingungen als Elektronendonor und Kohlenstoffquelle
nutzen, folgten. Inzwischen wurden sogar mehrere biochemische Details neuartiger Aktivierungs-
mechanismen von Kohlenwasserstoffen unter anoxischen Bedingungen aufgekliirt (Heider et al.
1999; Spormann und Widde12000; Widdel und Rabus 2001).
In der vorliegenden Arbeit wurde der anaerobe Abbau von Ethylbenzol, einern Kohlen-
wasserstoff mit einem aromatischen und gesattigten Teil, und von kurzkettigen, gasformigen
Alkanen niiher untersucht. Auf diese Verbindungen solI im Folgenden naher eingegangen werden.
1. Chemische Eigenschaften von Kohlenwasserstoffen
Kohlenwasserstoffe bestehen aus verzweigten oder unverzweigten Ketten oder aus Ringstruk-
turen, deren Grundgeriist nur durch Kohlenstoff-Kohlenstoff-Bindungen zustande kornmt. Auf-
grund ihrer Strukturmerkmale und der Maglichkeit der Bildung von Einzel-, Doppel- und Drei-
fachbindungen sowie von zusatzlichen Konjugationsmaglichkeiten tiber rt-Elektronen teilt man
die Kohlenwasserstoffe in Alkane, Alkene, Alkine und aromatische Kohlenwasserstoffe ein.
Alkane enthalten nur apolare C-H-Bindungen und C-e-Bindungen und zeigen deshalb
im Vergleich zu anderen organischen Verbindungen eine sehr geringe chernische Reaktivitat.
Methan, die einfachste Alkanverbindung, besitzt vier gleichwertige C-H-Bindungen. Urn eine
5dieser Bindungen homolytisch zu spalten, ist eine Dissoziationsenergie (M-fJ) von 440 kllmol
natig. Die Bindungsdissoziationsenergie einer C-H Bindung im Ethan liegt mit 410 kllmol
darunter. Noch etwas niedriger sind C-H-Bindungsenergien an sekundiiren und tertiaren C-H-
Bindungen (395,7 kllmol, bzw. 389 kllmol). Diese Unterschiede sind in der zunehmenden Stabi-
litat der bei einer Spaltung entstehenden Alkylradikale in der Reihenfolge H3C' < H3C-'CH2 <
H3C-'CH-CH3 < H3C-'CH(CH3)-CH3 begriindet. Die C-H-Bindungen von Alkanen
lassen sich nur durch hohe Temperaturen (Pyrolyse), reaktive Radikale wie 'CI oder 'OH (March
1992; Vollhardt und Schore 2000) oder an besonderen Komplexen einiger Dbergangsmetalle
aufbrechen (Corker et al. 1996).
Wahrend Kohlenwasserstoffe mit C-C-Doppel- oder Dreifachbindungen relativ reaktiv
sind, ist der ungesattigte Sechsring der aromatischen Kohlenwasserstoffe infolge der Mesomerie
der rt-Elektronen sehr stabil. Bei Raumtemperatur in Abwesenheit von Katalysatoren verhalt sich
Benzol gegeniiber iiblichen Sauren (nicht gegeniiber Supersauren), Wasserstoff, Brom und
Kaliumpermanganat inert (Vollhardt und Schore 2000). Die C-H-Bindungen im Benzol besitzen
mit 464 kllmol eine sehr hohe Bindungsdissoziationsenergie (March 1992). Hingegen wird die n-
Elektronenwolke eines aromatischen Ringsystems leicht durch ein Elektrophil angegriffen. Daher
ist die wichtigste Reaktion beim Benzol die elektrophile Substitution, wobei ein Wasserstoffatom
am C-Atom durch das Elektrophil ersetzt wird. Bei der Reaktion entsteht ein stabilisiertes
kationisches Zwischenprodukt (Fox und Whitesell 1995). Generell sind Carbokationen der Aro-
maten stabiler als die der Alkane (March 1992).
Aromatische Kohlenwasserstoffe mit aliphatischen Kohlenwasserstoff-Seitenketten
werden als Alkylbenzole bezeichnet. 1m Erdal haufige und wichtige Vertreter sind das Methyl-
benzol (Toluol), die Dimethylbenzole (Xylole) und das Ethylbenzol. Bei diesen Verbindungen
laufen viele Reaktionen an der Alkylseitenkette (bei Ethylbenzol am Nachbar-Kohlenstoffatom
des Ringes) ab, da dort die C-H-Bindung relativ schwach ist. Radikale oder Ladungen in
Nachbarstellung zum Benzolring kannen durch Resonanz stabilisiert werden: daraus folgt eine
geringe C-H-Bindungsdissoziationsenergie, z. B. betragt sie fur die Methylgruppe des Toluols
364 kllmol (Vollhardt und Schore 2000).
Mikroorganismen haben im Laufe der Evolution Mechanismen entwickelt, Kohlenwasser-
stoffe zu aktivieren und diese dem Stoffwechsel zuzufiihren. Die Primiirreaktion ist meist die
Spaltung einer C-H-Bindung. Die Reaktionsmechanismen werden in Abschnitt 3 naher erlautert.
62. Vorkommen von Kohlenwasserstoffen
2.1 Geologische Quellen von Kohlenwasserstoffen
Der iiberwiegende Teil der Kohlenwasserstoffe entstand un Laufe der Erdgeschichte durch
diagenetische und katagenetische Umwandlung sedimentierten organischen Materials. Die Menge
an organischem Kohlenstoff auf der Erde, der in Sedimenten festgelegt ist, wird auf 6-10'10 15
Tonnen geschtitzt (Ourisson et al. 1984; Tissot und Welte 1984). Dies entspricht ungefahr der
10.000fachen Menge des organischem Kohlenstoffs aller sich auf der Erde befmdlichen
Organismen. Ungefahr 90 % des festgelegten Kohlenstoffs liegt als Kerogen vor, ein komplexes
Gemisch unloslicher Kohlenstoffverbindungen (Ourisson et al. 1984). Etwa 10 %, d. h. 0.6-1'1015
Tonnen kannten in Form von Kohlenwasserstoffen vorliegen. Die weltweite Menge an Erdal in
den als erschlieBbar betrachteten Lagersttitten betrtigt schtitzungsweise 250-400'109 Tonnen
(Tissot und Welte 1984).
Rohal enthtilt eine Vielzahl von Verbindungen, deren Anteile je nach Herkunft des bls
stark variieren konnen. Durchschnittlich besteht Rohol aus 33,3 % (w/w) n- und iso-Alkanen,
31,9 % (w/w) Cycloalkanen und 34,5 % (w/w) Aromaten. In der aromatischen Fraktion
dominieren die alkylierten Derivate. Der Anteil an Aromaten mit 6-8 Kohlenstoffatomen betragt
im Rohal 1-2,5 % und setzt sich aus Toluol, Xylolen und Ethylbenzol zusammen (Fishbein
1985). Bei der Alkanfraktion im Rohal besitzen die Alkane mit 5-7 Kohlenstoffatomen den
hachsten Anteil.
Bei den diagenetischen und katagenetischen Umwandlungsprozessen organischen
Materials entstehen jedoch auch groBere Mengen gasfOrmiger Alkane. Erdgas besteht zum weit-
aus groBten Teil aus Methan; der Anteil der Cr C4-Alkane kann zwischen 1-20 % variieren.
Thermogen gebildetes Gas unterscheidet sich von biogen gebildetem Gas durch das Vorhanden-
sein graBerer Mengen von C2-C4-Alkanen. Aufgrund des C\/C2+C3-Verhtiltnisses konnen daher
die Anteile biologischer und thermogener Bildungsweisen von Ergas unterschieden werden (Tissot
und Welte 1984).
Die Bildung von Erdol vollzieht sich meist in einem geologischen Zeitraum von ca. 5-100
Millionen lahren (Tissot und Welte 1984). An Hydrothermalquellen (Hot Vents) der Tiefsee
kann Erdal jedoch in einem viel kiirzeren Zeitraum entstehen « 5000 Jahre). Dieser ProzeB
wurde im Guaymas Becken im Golf von Kalifornien genauer untersucht (Didyk und Simoneit
71989; Kennish et al. 1992; Simoneit 1993). Dort, an der Spreitungszone zwischen der Pazifischen
und Nordamerikanischen Platte, laufen durch hydrothermal induzierte Fluidbewegungen geo-
chemische Austauschprozesse zwischen Gesteinen bzw. Sedimenten und dem Meerwasser abo
Aus dem hochproduktiven Oberflachenwasser des Guaymas Beckens wird eine groBe Menge
organischen Materials ins Sediment eingetragen. Die heiBen Porenwasser der Hydrothermal-
quellen verursachen eine Pyrolyse des abgelagerten organischen Materials, wobei Erd6lkohlen-
wasserstoffe entstehen. An diesem Standort lassen sich im Wasser und in den Oberflachensedi-
menten fltichtige und unter Standardbedingungen gasformige Kohlenwasserstoffe wie Methan,
Ethan, Propan, Butan, Toluol, Benzol, Xylol und Ethylbenzol nachweisen. Hochmolekulare
Kohlenwasserstoffe fmden sich vorwiegend in den die Hydrothermalquellen umgebenden Htigeln
aus Mineralien- und Metallsulfidablagerungen (Simoneit und Lonsdale 1982; Simoneit 1985;
Simoneit et al. 1988; Kennish et al. 1992; Simoneit et al. 1992).
Auch an kollidierenden Plattenrandern (konvergierenden Plattengrenzen) oder an passiven
Kontinentalrandern k6nnen Porenwasser aus dem Meeresboden ausstr6men. Die Fluide unter-
scheiden sich in der Temperatur kaum von der des Bodenwassers. Daher werden diese Orte als
"Cold Vents" oder "Cold Seeps", bei Austritt von Kohlenwasserstoffen auch als "Cold
Hydrocarbon Seeps" bezeichnet (Aharon 1994). Ein gut untersuchtes "Cold Hydrocarbon Seep"-
Gebiet liegt im n6rdlichen Golf von Mexiko (Anderson et al. 1983).
Methanhydrate, eisahnliche kristalline Substanzen aus Wasser und Methan, stellen ein
weiteres betrachtliches Reservoir fUr gasfOrmige Alkane dar. Sie k6nnen am Meeresboden bei
niedriger Temperatur, hohem Druck und einer Gaskonzentration tiber der L6slichkeitsgrenze
entstehen. Stammt das Gas aus thermogenen Quellen, kann der Anteil an Ethan, Propan und
Butan relativ zu Methan recht hoch sein (Kennicutt et al. 1993, Kvenvolden 1999).
82.2 Biologische Quellen von Kohlenwasserstoffen
Kohlenwasserstoffe werden nicht nur durch geologische Prozesse gebildet, sondem auch von
lebenden Organismen synthetisiert. So lassen sich langkettige, unverzweigte Alkane (CIS, n-C 17
und n-C I9) und einfach oder mehrfach ungesattigte langkettige Alkene in Algen nachweisen
(Blumer 1971, Volkman 1998). Fiir die Alkanbildung in Algen wurde die Decarbonylierung eines
Aldehyds als Mechanismus vorgeschlagen (Dennis und Kolattukudy 1992). Auch in Bakterien
wurden Alkane und Alkene gefunden, z.B. in Micrococcus-Arten (Morrison et al. 1971; Birch
und Bachofen 1988), einem marinen, den Gattungen PseudomonaslAlteromonas zuzuordnenden
Stamm (De Rosa et al. 2000) und sulfatreduzierenden Bakterien (Bagaeva 1997). Wachse der
Cuticula h6herer Pflanzen entha1ten groBe Anteile an n-Alkanen und Alkenen mit einer
Kettenlange von C21 -C37 und einer ungeraden Anzahl von C-Atomen (Birch und Bachofen 1988,
de Leeuw und Largeau 1993). Insekten produzieren cuticu1are Alkane und Alkene der Kettenlange
CW C43 (Jackson und Blomquist 1976; Singer 1998; Brown et al. 2000). Bei V6geln werden
Alkane in einem speziellen Organ (Uropygialdriise) synthetisiert (Cheesbrough und Kolattukudy
1988). Eine weitere Klasse natiirlicher Kohlenwasserstoffe sind die Isoprenoide in Pflanzen,
Tieren und Prokaryonten (Smith 1988; Sacchettini und Poulter 1997). Viele der erwahnten
Alkane und Alkene lassen sich in Sedimenten nachweisen und k6nnen so als "Biomarker"
Auskunft tiber die Herkunft organischen Materials geben (Giger et al. 1980; Wakeham 1990;
Wakeham 1995; Wakeham 1996).
Durch die Aktivitat methanogener Archaea gelangt Methan in gr6Beren Mengen in die
Atmosphare (Gang und Jiang 1985), schatzungsweise werden 109 Tonnen Methan pro Jahr durch
Methanogenese produziert (Wackett 2000). Doch auch die langerkettigen gasf6rmigen Alkane
Ethan, Propan und Butan sind in vielen Gebieten verbreitet. In mehreren Untersuchungen wurden
im Meerwasser pikomo1are Konzentrationen an Ethen, Propen, 1-Buten, Ethan, Propan und
Butan gemessen (Bonsang et al. 1988; Plass-Diilmer et al. 1995). Auch im anoxischen Tiefen-
wasser (Hypolimnion) eines alkalischen Sees wurden Ethan, Propan, n-und iso-Butan nachge-
wiesen (Oremland und Des Marais 1983). Die fltichtigen Kohlenwasserstoffe der KettenIange Cr
C6 sind vermutlich, zumindest teilweise ebenfalls biologischen Ursprungs. Jedoch ist der Mecha-
nismus ihrer Entstehung bisher unbekannt, wenn auch Aktivitaten von Bakterien (Davis und
Squires 1954; Oremland et al. 1988) und Phytoplankton als Ursache diskutiert werden. In Labor-
9experimenten wurden Hexan und Isopren wahrend des Phytoplanktonwachstums gebildet,
wahrend Ethan, Ethen, Propan und Propen erst bei der Autolyse des Phytoplanktons entstand
(McKay et al. 1996). Eine Korrelation der Konzentration von fliichtigen Kohlenwasserstoffen im
Meerwasser (C2-C6) mit der am Standort errnittelten Phytoplanktondichte ist aber nicht irnmer
nachweisbar (Ratte et al. 1995).
Nicht nur a1iphatische, sondem auch aromatische Kohlenwasserstoffe konnen biologisch
produziert werden. Der monoaromatische Kohlenwasserstoff p-Cymol (p-Isopropyltoluo1)
kommt als Sekundarrnetabolit in einigen Pflanzenolen vor (Hegnauer 1966; Poulose und Croteau
1978) und Naphthalin wird von einigen Terrnitenarten zur "chernischen Verteidigung" eingesetzt
(Chen et al. 1998). Einige aromatische Kohlenwasserstoffe entstehen auch durch mikrobielle
Transforrnationsprozesse. So wird Toluol durch mikrobielle Aktivitat im anoxischen Hypo-
limnion von eutrophierten Seen gebildet (Jiittner und Henatsch 1986). Durch die Isolierung des y-
Proteobakteriums Tolumonas auensis konnte die Produktion von Toluol aus Phenylalanin in
einer Reinkultur nachgewiesen werden (Fischer-Romero et al. 1996). In methanogenen
Anreicherungskulturen wurden die Monoterpene a-Phellandren und Sabinen zu p-Cymol aro-
matisiert (Harder und FoB 1999), eine Umwandlung von Monoterpenen zu p-Cymol findet auch
unter denitrifizierenden Bedingungen statt (Hylemon und Harder 1999). Bakterien sind eventuell
auch an der Aromatisierung von zyklischen Di- und Triterpenen beteiligt (Wakeham 1980).
2.3 Anthropogener Eintrag von Kohlenwasserstoffen in die Umwelt
AuBer durch natiirlichen Eintrag gelangen Kohlenwasserstoffe verrnehrt durch menschliche
Aktivitaten in die Umwelt. Eine ungewollte Verbreitung von Kohlenwasserstoffen kann bei der
Forderung, dem Transport und der Lagerung von Erd61, z. B. durch Storf<ille und undichte
Pipelines oder Lagertanks auftreten (U.S. Environmental Protection Agency 1986; Sorkhoh et al.
1992; Press 1995; Swannell et al. 1996; Zitko 2000). Schatzungsweise werden jahrlich durch
anthropogene Aktivitaten 6 Millionen Tonnen Rohol und Raffinerieprodukte weltweit in die
Ozeane eingetragen. Etwa 90 Millionen Tonnen Kohlenwasserstoffe werden in die Atmosphare
gebracht. Hauptquellen fUr diese Kohlenwasserstoffe sind Raffinerien, der Kraftfahrzeugverkehr
und Miillverbrennungsanlagen (Merian und Zander 1982).
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Einige Kohlenwasserstoffe wie die BTEX-Aromaten (Benzol, Toluol, Ethylbenzol und
Xylole) werden in groBem, industriellen MaBstab synthetisiert. So wurden 1996 aHein in den
USA 4,7 MiHionen Tonnen Ethylbenzol produziert. Ethylbenzol wird hauptsachlich fur die
Produktion von Styrol verwendet, dient aber auch als Losungsmittel (Fishbein 1985; Alexander
1999). Ethylbenzol wie auch die anderen BTEX-Aromaten sind aufgrund ihrer relativ guten
Wasserloslichkeit und ihres hohen Dampfdruckes sehr mobil und ziihlen zu den Grundwasser
gefahrdenden Stoffen (Lewandowski et al. 1997).
Der beschriebene Eintrag von Kohlenwasserstoffen in die Umwelt kann nicht nur Auswir-
kungen auf die Gesundheit des Menschen haben (Fishbein 1985; Birgersson et al. 1988; Wirth
und Gloxhuber 1994; Greim und Deml 1996; Lundberg 1996; Lundberg 1997), sondern auch die
Atmospharenchemie beeinflussen. Gasf9nnige Alkane und andere fliichtige Kohlenwasserstoffe
bewirken in der Atmosphare bei gleichzeitigem Vorhandensein von Stickoxiden im Sonnenlicht die
Entstehung von photochemischen Smog und somit von Ozon (Graedel und Crutzen 1994).
BTEX Verbindungen inhibieren schon in geringen Konzentrationen die Ammoniumoxidation in
Boden (Phelps und Young 2001).
3. Mikrobieller Abbau von Kohlenwasserstoffen
3.1 Abbau von Kohlenwasserstoffen unter oxischen Bedingungen
Die Fiihigkeit, Kohlenwasserstoffe in der Gegenwart von Sauerstoff als Substrate zu nutzen, ist
bei vielen Bakterien, Pilzen und Hefen anzutreffen. Die Organismen nutzen dabei den moleku-
laren Sauerstoff nicht nur als tenninalen Elektronenakzeptor flir die Atmung, sondern auch als
Cosubstrat fur den primaren enzymatischen Angriff. An der einleitenden Oxygenierung von
Kohlenwasserstoffen sind Monooxygenasen oder Dioxygenasen beteiligt. Monooxygenasen kata-
lysieren den Einbau eines Sauerstoffatoms in das Substrat, wahrend das andere zu Wasser redu-
ziert wird. Dioxygenasen inkorporieren beide Sauerstoffatome in das Substrat (BUhler und
Schindler 1984; Harayama und Timmis 1992; van Beilen et al. 1994).
Fiir die Reaktion mit einem Kohlenwasserstoff muB der molekulare Sauerstoff aktiviert
werden, da er gewohnlich (im Triplet-Zustand) recht reaktionstrage ist. In Monooxygenasen
ermoglicht erst die reduktive Bildung von reaktiven Sauerstoffatomen an Metallzentren (meist
Eisen) den Angriff auf die apolaren C-H-Bindungen der Kohlenwasserstoffe (Groh und Nelson
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1990; Harayama und Timmis 1992). Auch bei Dioxygenasen sind vermutlich Eisenzentren (Fe2+
oder Fe3+) an der Aktivierung des Sauerstoffs beteiligt, jedoch ist der Reaktionsmechanismus
weniger gut verstanden (Harayama und Timmis 1992; Harwood und Parales 1996).
In den meisten Mikroorganismen werden n-Alkane an einer Methylgruppe durch Mono-
oxygenasen aktiviert, so daB sich ein primarer Alkohol bildet. Der Alkohol wird anschlieBend
zum Aldehyd und dann weiter zur Carbonsaure oxidiert. Der weitere Abbau erfolgt tiber ~-Oxi­
dation. Bei einigen Hefen findet eine Oxidation der Methylgruppen an beiden terminalen Enden
statt. Andere Organismen fiihren eine subterminale Oxidation durch und bilden sekundare Alko-
hole. Diese werden haufig durch einen Mechanismus gemaB der chemischen Baeyer-Villiger-Reak-
tion zu Estern oxidiert, die zu Fettsauren und Alkoholen hydrolysiert werden (Britton 1984;
BUhler und Schindler 1984; Morgan und Watkinson 1994).
Kurzkettige, im Normalzustand gasfOrmige Alkane der Kettenlange Cr C4 werden aerob
hauptsachlich von Vertretern der Gram-positiven Gattungen Corynebacterium, Nocardia,
Mycobacterium und Rhodococcus verwertet. Ebenso wachsen jedoch auch einige Pseudomonas-
Arten und ein Vertreter der Gattung Thauera (Anzai et al. 2000) aufkurzkettigen Alkanen. Die
Aktivierung dieser Alkane erfolgt durch Monooxygenasen tiber terminale oder subterminale Oxi-
dation. (Van Ginkel et al. 1987; Ashrafet al. 1994; Arp 1999; Hamamura et al. 1999; Hamamura
und Arp 2000; Vangnai und Arp 2001).
Aromatische Kohlenwasserstoffe werden je nach Seitenketten und Mikroorganismentyp
mittels Mono- oder Dioxygenasen aktiviert. Dabei oder in Folgereaktion entsteht meist als
zentrales Intermediat Catechol, Protocatechuat oder Gentisat. AnschlieBend erfolgt eine Ring-
Offuung durch Dioxygenasen (Harayama und Timmis 1992; Smith 1994; Harwood und Parales
1996).
Beim aeroben Abbau von Alkylbenzolen wird entweder der Ring direkt bydroxyliert oder
es wird vor Reaktionen am Ring die Alkylseitenkette modifiziert. Zum Beispiel verlauft die Start-
reaktion beim aeroben Ethylbenzolabbau in Pseudomonas putida und dem Pseudomonas Stamm
NCIB 10643 tiber eine ringaktivierende Dioxygenase (Gibson et al. 1973; Smith und Ratledge
1989). Hingegen wird bei Pseudomonas flourescens Stamm CA-4 und Pseudomonas Stamm Y2
Ethylbenzol zu 2-Phenylethanol umgewandelt und weiter zum Phenylacetat oxidiert (Utkin et aI.
1991; Corkery et al. 1994). Eine gereinigte Naphtalen-Dioxygenase aus Pseudomonas-Stamm
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NCIB 9816-4 oxidiert Ethylbenzol unspezifisch tiber (S)-l-Phenylethanol und Acetophenon zu
2-Hydroxyacetophenon (Lee und Gibson 1996).
3.2 Abbau von Kohlenwasserstoffen unter anoxischen Bedingungen
Methanogene Anreicherungskulturen lieferten 1987 die ersten eindeutigen Hinweise, daB der
aromatische Kohlenwasserstoff Toluol als Elektronendonator und C-Quelle in Abwesenheit von
Sauerstoff genutzt werden kann (Grbic-Galic und Vogel 1987). Ferner wurde der Abbau von
Toluol und m-Xy101 in anoxischen Sau1enversuchen mit Nitrat als Elektronenakzeptor nachge-
wiesen (Zeyer et al. 1986). Spater erfolgte dann die erste Isolierung eines Bakteriums mit der
Fahigkeit, Toluol unter anoxischen Bedingungen abzubauen (Lovley et al. 1989).
Da der Mechanismus des anaeroben Abbaus von Toluol zuerst untersucht und am besten
aufgeklart wurde, wird hier zunachst auf den anaeroben Abbau der aromatischen Kohlenwasser-
stoffe eingegangen und anschlieBend auf den der Alkane.
3.2.1 Anaerober Abbau von aromatischen Kohlenwasserstoffen
Am detailliertesten wurde bisher der anaerobe Abbau von Toluol untersucht. Viele denitrifi-
zierende Stamme, die Toluol in Abwesenheit von Sauerstoff als Substrat verwerten kennen,
wurden isoliert und charakterisiert (Dolfing et al. 1990; Evans et al. 1991; Schocher et al. 1991;
Fries et al. 1994; Anders et al. 1995; Rabus und Widdel1995a; Zhou et al. 1995; Hess et al. 1997;
Song et al. 1998; Song et al. 1999). Alle Isolate aus SiiBwasserstandorten geheren zu den
Gattungen Azoarcus oder Thauera innerhalb der ~-Untergruppe der Proteobakterien. Die marinen
denitrifizierenden Stamme Coll und TH1, die ebenfalls anaerob Toluol zu CO2 mineralisieren,
werden der y-Untergruppe, bzw. der a-Untergruppe der Proteobakterien zugeordnet (Zengler
1999). Toluol wird unter anoxischen Bedingungen auch mit anderen Elektronenakzeptoren als
Nitrat abgebaut. So wurden Sulfatreduzierer (Rabus et al. 1993, Beller et al. 1996), Eisen (III)-
Reduzierer (Lovley et al. 1989; Lovley und Lonergan 1990) und ein anoxygenes phototrophes
Bakterium mit Toluol als Substrat (Zengler et al. 1999a) isoliert. In Anreicherungskulturen unter
methanogenen Bedingungen (Grbic-Galic und Vogel 1987; Edwards und Grbic-Galic 1994; Ficker
et al. 1999) oder mit Manganoxid als Elektronenakzeptor (Langenhoff et al. 1997) lieB sich
ebenfalls der anaerobe Abbau von Toluol nachweisen. Ein sulfatreduzierendes Bakterium baute in
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syntropher Cokultur mit Wollinella sllccinogenes Toluol mit Fumarat oder Nitrat als terminalen
Elektronenakzeptor ab (Meckenstock 1999).
Einige der mit Toluol isolierten denitrifizierenden Stiimme nutzen auch m-Xylol als Elek-
tronendonator und Kohlenstoffquelle (Dolting et al. 1990; Fries et al. 1994; Hess et al. 1997).
Andere Denitrifizierer (Rabus und Widdel 1995a; Hess et al. 1997) und der sulfatreduzierende
Stamm rnXyS 1 (Harms et al. 1999b) wurden direkt mit m-Xylol als Substrat isoliert. Mit 0-
Xylol gelang die Isolierung des sulfatreduzierenden Stammes oXySl (Harms et al. 1999b). Eine
anaerobe Oxidation von p-Xylol wurde zwar in Anreicherungskulturen nachgewiesen (Edwards et
al. 1992; Haner et al. 1995), eine Reinkultur wurde aber bisher nicht gewonnen.
Auch Alkylbenzole mit einer langeren Seitenkette als Toluol werden anaerob oxidiert. Die
denitrifizierenden Silimrne EbNl und PbN1 wurden mit Ethylbenzol, bzw. n-Propylbenzol als
alleinigem Elektronendonator und Kohlenstoffquelle aus SiiBwassersedimenten isoliert. Stamm
EbNI wachst mit den Kohlenwasserstoffen Ethylbenzol und Toluol, Stamm PbN1 mit Propyl-
benzol und Ethylbenzol. GemaB 16S rRNA-Sequenzanalysen zeigen beide Stamme die groBte
Ahnlichkeit zu Vertretem der Gattung AzoarCllS (Rabus und Widdel 1995a). Der auch zur Gat-
tung AzoarCllS geh6rende Stamm EB 1 wachst nur mit Ethylbenzol, aber nicht mit anderen
Kohlenwasserstoffen (Ball et al. 1996). Chen und Taylor (1997) reicherten zwei Konsortien
thermophiler Bakterien an, die Ethylbenzol und andere BTEX-Aromaten bei Temperaturen
zwischen 45-75 °C abbauten. Aufgrund der Produktion von H2S vermuteten die Autoren, daB
sulfatreduzierende Bakterien am ProzeB beteiligt waren. Zwei Denitrifizierer wurden mit dem
aromatischen Monoterpen p-Cymol (p-Isopropyltoluol) angereichert und isoliert (Harms et al.
1999a).
Ein anaerober Abbau von Benzol wurde lange Zeit nur an kontarninierten Standorten und
in Anreicherungskulturen nachgewiesen (Lovley 2000), doch vor kurzem wurden zwei
Dechloromonas Stiimme isoliert, die Benzol unter denitrifizierenden Bedingungen zu CO2
mineralisieren (Coates et al. 2001).
Bakterien mit der Fahigkeit polyaromatische Kohlenwasserstoffe in Abwesenheit von
Sauerstoff abzubauen, wurden ebenfalls isoliert oder nachgewiesen. Der sulfatreduzierende
Stamm NaphS2 (Galushko et al. 1999) und drei denitrifizierende Stiimme (Rockne et al. 2000)
wachsen mit Naphthalin als einziger Kohlenstoffquelle und Elektronendonator. Der Abbau
anderer polyaromatischer Verbindungen unter anoxischen Bedingungen wurde vielfach nachge-
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wiesen, bisher existieren aber keine Reinkulturen (Coates et al. 1996; Coates et al. 1997; Zhang
und Young 1997; Annweiler et al. 2000; Rockne und Strand 2001).
3.2.2 Mechanismen des anaeroben Abbaus von monoaromatischen Kohlenwasserstoffen
Die meisten biochemischen und genetischen Details des anaeroben Abbaus von Kohlenwasser-
stoffen sind vom anaeroben Toluolstoffwechsel in denitrifizierenden Bakterien der Gattungen
Azoarcus und Thauera bekannt. Der erste Reaktionsschritt (Abb. 1) ist eine Addition von
Fumarat an die Methylgruppe des Toluols unter Bildung von Benzylsuccinat (Biegert et al. 1996;
Beller und Spormann 1997a). Diese ungewohnliche Reaktion wird durch die Benzylsuccinat-Syn-
thase katalysiert (Biegert et al. 1996), ein cytoplasmatisches Enzym, das aus dem Stamm
Thauera aromatica unter anoxischen Bedingungen gereinigt wurde. Es besitzt eine apparente
Molekularmasse von 220 kDa, besteht aus drei Untereinheiten, welche als Heterohexamer
(a2~2Y2) vorliegen, und enthiilt einen nicht naher identifizierten Flavin-Cofaktor. Die Benzyl-
succinat-Synthase ist extrem sauerstoffempfindlich und benotigt fur die Reaktion keine weiteren
Cofaktoren (Leuthner et al. 1998). Die Reaktion des Enzyms ist stereospezifisch, so daB bei der
Umsetzung von Toluol zu tiber 95 % R-(+)-Benzylsuccinat gebildet wird (Beller und Spormann
1998, Leutwein und Heider 1999).
Die fur die Benzylsuccinat-Synthase codierenden Gene bssCAB aus Thauera aromatica
und tutFDG aus Thauera sp. Stamm Tl wurden kloniert und sequenziert (Coschigano et al. 1998;
Leuthner et al. 1998; Coschigano 2000). Die Gene fur die Untereinheiten der Benzylsuccinat-
Synthase bilden zusammen mit zwei weiteren Genen ein Operon, dessen Transkription durch
Toluol induziert wird. Sequenzvergleiche ergaben, daB die Benzylsuccinat-Synthase zur Familie
der Glycilradikal-Enzyme gehort. Diese Familie umfasste zuvor nur Pyruvat-Formiat-Lyasen und
anaerobe Ribonukleotid-Reduktasen (Stubbe und van der Donk 1998; Sawers 1999). Aufgrund
der Sequenzahnlichkeiten und weiterer gemeinsamer Eigenschaften mit den anderen Glycilradikal-
Enzymen wurde fur die Benzylsuccinat-Synthase folgender Reaktionsmechanismus
vorgeschlagen: Durch eine Aktivase wird ein Glycilradikal in der groBen Untereinheit der Benzyl-
succinat-Synthase generiert und vermutlich auf einen Cysteinrest tibertragen. Dieses Radikal
abstrahiert ein Wasserstoffatom vom Toluol. Das entstandene Benzylradikal greift die Doppel-
bindung des Fumarats unter Bildung des Benzylsuccinyl-Radikals an. 1m letzten ScOOtt erhiilt das
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Benzylsuccinyl-Radikal das zuvor an das Enzym gebundene Wasserstoffatom zuriick, so daB
Benzylsuccinat entsteht (Heider et al. 1999). Mit Hi1fe der ESR-Spektroskopie wurde der
beschriebene Mechanismus bestatigt, denn das ESR-Signal eines freien Radikals war in der
aktivierten Benzylsuccinat-Synthase aus Thauera aromatica (Leutwein 2000) und Azoarcus sp.
Stamm T (Krieger et al. 2001) nachweisbar. Das von der Benzy1succinat-Synthase gebildete R-
(+)-Benzylsuccinat wird uber ~-Oxidation weiter zu Acetyl-CoA und Benzoyl-CoA, dem
zentra1en Intermediat im anaeroben Aromaten-Stoffwechsel, umgesetzt (Leutwein und Heider
1999; Leuthner und Heider 2000; Leutwein 2000; Leutwein und Heider 2001).
Die initiale Aktivierung des Toluols durch Addition an Fumarat unter anoxischen Bedin-
gungen wurde auch in permeabilisierten Zellen oder in Extrakten sulfatreduzierender Bakterien
(Beller und Spormann 1997b; Rabus und Heider 1998), in permeabilisierten Zellen einer
methanogenen Anreicherungskultur (Beller und Edwards 2000) und in Zellextrakten eines anoxy-
genen phototrophen Organismus (Zengler et al. 1999a) beobachtet. Dieser Reaktionsmecha-
nismus beschrankt sich jedoch nicht nur auf Toluol; auch andere methylsubstituierte Aromaten
werden analog zum Toluol anaerob aktiviert. In Zellextrakten von Desulfobacterium cetonicum
wurde mit m-Cresol (Muller et al. 1999) oder p-Creso1 (Muller et al. 2001) als Substrat die Bil-
dung von Fumarat-Addukten nachgewiesen. Azoarcus sp. Stamm T (Krieger et al. 1999) bildet in
Zellsuspensionen mit m-Xylol als Substrat das Intermediarprodukt 3-Methylbenzyl-succinat,
und in einer sulfatreduzierenden Anreicherungskultur wurde in Kulturiiberstanden das Produkt
einer Addition der Methylgruppe des 2-Methylnaphthalins an Fumarat identifiziert (Annweiler
et al. 2000). Wahrscheinlich ist die Transformation von methylsubstituierten Aromaten durch
enzymatische Addition an Fumarat im Stoffwechsel anaerober Bakterien weit verbreitet (Abb. 2).
Alkylsubstituierte Aromaten mit einer Ethyl- oder Propylseitenkette werden in denitrifi-
zierenden Bakterien auf andere Weise aktiviert. In den denitrifizierenden Azoarcus Stammen EB1
(Ball et al. 1996) und EbN I (Rabus und Widdel 1995a) wird Ethylbenzol zuerst anaerob zu (S)-
1-Phenylethanol oxidiert (dehydrogeniert). AnschlieBend erfolgt die Oxidation des (S)-l-Phenyl-
ethanols zum Acetophenon (Abb. 1). Diese ersten beiden Reaktionsschritte werden experimentell
durch folgende Ergebnisse gesrutzt: 1-Phenylethanol und Acetophenon lieBen sich als interme-
diate des anaeroben Ethylbenzolmetabolismus in Kulturiiberstanden und in Zellsuspensionsver-
suchen von Stamm EbN lund EB1 nachweisen (Ball et al. 1996; Champion et al. 1999). Beide
Verbindungen werden auch als Wachstumssubstrate von Stamm EB 1 und EbN1 genutzt (Rabus
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und Widdel 1995a; Ball et al. 1996). Der Sauerstoff der Hydroxylgruppe des 1-Phenylethanols
stammt aus dem Wasser und nicht aus m6glichen Restspuren von O2, was sich mit H2 180-Experi-
menten und anschlieBender GC/MS-Analyse beweisen lieB (Ball et al. 1996). Zellfreie Extrakte
aus auf Ethylbenzol gewachsenen Zellen des Stammes EbN1 bildeten mit Nitrat als Elektronen-
akzeptor aus radioaktiv markiertem Ethylbenzol ebenfalls radioaktiv markiertes 1-Phenylethanol
und Acetophenon (Rabus und Heider 1998). Die AktiviHiten einer Ethylbenzol-Dehydrogenase
mit Benzochinon als Elektronenakzeptor und einer NAD+-abhangigen S-1-Phenylethanol-
Dehydrogenase waren in zellfreien Extrakten des Stammes EB 1 nachweisbar.
Das Ethylbenzol wurde in den Extrakten stereospezifisch zum (5)-1-Phenylethanol umge-
setzt (Johnson und Spormann 1999). In Stamm EbNI wurde in einem photometrischen Enzym-
test mit Ferricenium-hexaflourphosphat als kiinstlichem Elektronenakzepotor die Aktivitat einer
Ethylbenzol-Dehydrogenase nachgewiesen (siehe Teil II). Die daran beteiligten Enzyme wurden
bisher nicht genauer charakterisiert.
Fur die weiteren Reaktionsschritte gibt es nur indirekte Beweise. Das Wachstum der
Silimme EB lund EbN1 mit Ethylbenzol und Acetophenon war abhangig von CO2 (Ball et al.
1996; Champion et al. 1999). Dadurch erhartet sich die Verrnutung, daB Acetophenon zu
Benzoylacetat (3-0xo-phenylpropionat) carboxyliert wird (Rabus und Widdel 1995a; Ball et al.
1996). Das Benzoylacetat wird dann wahrscheinlich zum CoA-Thioester aktiviert und anschlies-
send thiolytisch zu Benzoyl-CoA und Acetyl-CoA gespalten. Propylbenzol wird yom Stamm
PbNI verrnutlich analog zu Ethylbenzol anaerob abgebaut. Nach einer Dehydrogenierung zum 1-
Phenylpropanol und Oxidation zu Propiophenon wiirden nach Carboxylierung und Aktivierung
durch thiolytische Spaltung Benzoyl-CoA und Propionyl-CoA entstehen. In Obereinstimmung
mit dem postulierten Abbauweg wurde ein Wachstum von Stamm PbNI mit 1-Phenylpropanol
und Propiophenon nachgewiesen (Rabus und Widdel 1995a).
Stamm EbN1 nutzt sowohl Toluol als auch Ethylbenzol als Substrat. In Zellsuspensions-
experimenten wurde gezeigt, daB Zellen, die mit Ethylbenzol oder Toluol angezogen wurden,
sofort ihr jeweiliges Wachstumssubstrat umsetzten, aber erst mit einer Verz6gerung das andere
Alkylbenzol oxidierten. In Obereinstimmung damit lieBen sich mit 2D-Gelelektrophorese fUr
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Abb. 1 Anaerober Abbau von Toluol und Ethylbenzol zu Benzoyl-CoA. An der anaeroben
Toluoltransformation (A) sind folgende Enzyme beteiligt: Benzylsuccinat-Synthase (1), Benzyl-
succinat-CoA-Transferase (2), Benzylsuccinyl-CoA-Dehydrogenase (3), Phenylitaconyl-CoA
Hydratase (4), 3-Hydroxyl-CoA-Dehydrogenase (5), Benzylsuccinyl-CoA Thiolase (6).
Postulierte Enzyme des Ethylbenzolabbaus (B): Ethylbenzol-Dehydrogenase (1), 1-Phenyl-
ethanol-Dehydrogenase (2), Acetophenon-Carboxylase (3), Benzoylacetat aktivierendes Enzym
(4), Benzoylacetyl-CoA-Thiolase (5).
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Die Aktivierungsmechanismen fiir Toluol und Ethylbenzol im denitrifizierenden Stamm EbN1
sind somit prinzipiell verschieden. Vnter Bedingungen der bakteriellen Sulfatreduktion dagegen
scheint Ethylbenzol wie Toluol durch Addition an Fumarat aktiviert zu werden. Ein
entsprechendes Produkt lieB sich in Anreicherungskulturen mit Ethylbenzol und Sulfat
nachweisen (Elshahed et al. 2001).
Der weitere Abbau des zentralen Intermediats des anaeroben Aromaten-Stoffwechsels,
Benzoyl-CoA, wurde bisher in Thauera aromatica und Rhodopseudomonas palustris am ein-
gehendsten untersucht. Erst erfolgt die Reduktion des Ringsystems (Boll und Fuchs 1995; Breese
et al. 1998) und anschlieBend die Ring6ffnung durch Hydrolyse. Danach werden die aliphatischen
Intermediate durch ~-Oxidation zu Acetyl-CoA und weiter zu CO2 umgesetzt (Harwood et aI.





Abb. 2 (A) Strukturen von Verbindungen, bei denen unter anoxischen Bedingungen eine
Aktivierung durch Addition an Fumarat wahrscheinlich ist oder nachgewiesen wurde: (1) Toluol;
(2) Xylole; (3) m-Cresol; (4) p-Creso1; (5) 2-Methylnaphtha1in; (6) Hexan. (B) Strukturen von
Verbindungen, die in denitrifizierenden Bakterien durch Dehydrogenierung zum Alkohol aktiviert
werden (B): (1) Ethylbenzol, (2) n-Propylbenzol.
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3.2.3 Anaerober Abbau von Alkanen
Aus einem Ol-Wasser-Separator eines norddeutschen Olfeldes wurde der mesophile sulfat-
reduzierende Stamm Hxd3 isoliert, der Alkane der KettenHinge C\2 bis C20 verwertet (Aeckersberg
et al. 1991). In quantitativen Wachstumsexperimenten mit Stamm Hxd3 wurde erstma1s der
eindeutige Nachweis geliefert, daB Alkane unter anoxischen Bedingungen zu CO2 abgebaut werden
konnen. Es folgten weitere Isolierungen von Sulfatreduzierem, die in Abwesenheit von Sauerstoff
mit Alkanen wachsen. Die beiden aus marinen Sedimenten stammenden Stiimme Pnd3
(Aeckersberg 1994; Aeckersberg et al. 1998) und AK-01 (So und Young 1999a) sind wie Stamm
Hxd3 in der Lage, mit Alkanen der KettenHinge Cw C17, bzw. C\3-C IS unter anoxischen Be-
dingungen zu wachsen. Der moderat thermophile Stamm TD3 aus Sedimenten des Guaymas
Becken oxidiert auch Alkane mit kiirzeren C6-C16 Ketten (Rueter et al. 1994). Alle bisher mit
Alkanen isolierten Sulfatreduzierer gehoren der o-Untergruppe der Proteobakterien an.
Die Fahigkeit denitrifizierender Bakterien, Alkane a1s Wachstumssubstrat zu nutzen,
wurde anhand dreier Reinkulturen, der Stiimme HxN1, OcNl und Stamm HdNl gezeigt, die mit
Alkanen der Kettenliinge C6-CS, CS-C\2 und C14-C20 wuchsen (Ehrenreich et al. 2000).
Anreicherungskulturen mit Alkanen wurden femer unter Bedingungen der Methanogenese
(Zengler et al. 1999b; Anderson und Lov1ey 2000; So und Young 2001) und Eisen(III)-Reduktion
(So und Young 2001) erha1ten. Das Spektrum der unter anoxischen Bedingungen abbaubaren
Alkane ist jedoch noch breiter als bisher in Reinkulturen gezeigt werden konnte. Untersuchungen
von mit Kohlenwasserstoffen kontaminierten marinen Sedimenten zeigten, daB mit Sulfat a1s
Elektronenakzeptor auch sehr langkettige Alkane mit einer Kettenliinge bis zu C34 abbaubar sind
(Caldwell et al. 1998). Pristan, ein verzweigtes Isoprenoidalkan, wurde in Anreicherungskulturen
und Mikrokosmos-Studien unter Bedingungen der Nitratreduktion (Bregnard et al. 1997) und
Methanogenese (Grossi et al. 2000) abgebaut.
Seit einigen Jahren weckt auch die anaerobe Oxidation von Methan ein sehr groBes
Interesse. Dieses einfachste und stabilste Alkan wird vermutlich von einem Konsortium aus
methanogenen Archaeen und sulfatreduzierenden Bakterien zu CO2 minera1isiert (Hinrichs et al.
1999; Boetius et al. 2000; Orphan et al. 2001b). Die Moglichkeit eines anaeroben Abbaus der
anderen, im Standardzustand gasformigen Alkane, Ethan, Propan und Butan, wurde bisher noch
nicht untersucht.
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3.2.4 Mechanismen des anaeroben Abbaus von Alkanen
Erste Versuche zur AufkHirung des biochemischen Mechanismus der anaeroben Alkanaktivierung
wurden mit dem Stamm Hxd3 durchgefiihrt. Zellen, die auf Hexadecan gewachsen waren, ent-
hielten hauptsachlich Fettsauren mit einer ungeraden Anzahl an C-Atomen in der
Kohlenstoffkette. Bei der Anzucht von Stamm Hxd3 mit Heptadecan lieBen sich hauptsachlich
Fettsauren mit gerader Anzahl an C-Atomen nachweisen. Diese Ergebnisse fiibrten zu der
Hypothese, daB die anaerobe Aktivierung der Alkane eine Kettenverlangerung urn eine C1-Einheit
einschlieBt (Aeckersberg et al. 1998), wobei eine Carbonylierung als initialer Reaktionsschritt
diskutiert wurde. Mit dem sulfatreduzierenden Stamm Pnd3 und dem denitrifizierenden Stamm
HdNl konnten diese Resultate aber nicht bestatigt werden. Daher wurde die initiale Aktivierung
eines subterminalen Kohlenstoffatoms als altemativer Reaktionsmechanismus diskutiert
(Ehrenreich 1996; Aeckersberg et a1. 1998).
Mit 13C oder Deuterium markierten Alkanen wurde der anaerobe Alkanmetabolismus im
sulfatreduzierenden Stamm AK-O 1 genauer untersucht. Einige methylverzweigte Fettsauren
wurden spezifisch nur beim Wachstum auf Alkanen gebildet. Die Methylgruppe der verzweigten
Fettsauren stammte dabei aus der terminalen Methylgruppe des Alkans. Von den Autoren wurde
wie zuvor schon von Aeckersberg et a1. (1998) die Addition einer Kohlenstoffverbindung ans
subterminale Ende (z.B. C-2-Atom) des Alkans als Aktivierungsmechanismus vorgeschlagen (So
und Young 1999b).
Die Analyse von Zellextrakten des Stammes HxNl mittels 2D-Gelelektrophorese ergab,
daB wahrend des Wachstums mit Hexan spezifische Proteine synthetisiert wurden, die beim
Wachstum auf Capronat nicht nachweisbar waren (Behrends 1999). Eines dieser Proteine wies
am N-Terminus Ahnlichkeit mit der kleinen Untereinheit der Benzylsuccinat-Synthase auf.
Dieses Ergebnis legte die Vermutung nahe, daB Alkane unter anoxischen Bedingungen analog zum
anaeroben Toluolmetabolismus durch Addition an Fumarat aktiviert werden. Durch den Nach-
weis eines Fumaratadditonsproduktes in einer sulfatreduzierenden Anreicherungskultur mit Do-
decan wurde diese Hypothese bestatigt (Kropp et aI. 2000). AuBerdem wurde in Kulturiiber-
standen des Stammes HxNl (l-Methylpentyl)succinat als Intermediat des anaeroben Hexanmeta-
bolismus identifiziert. Nicht das terminale, sondem das zweite Kohlenstoffatom des Hexans wird
demnach bei der initialen Aktivierung angegriffen (Abb. 3). Die wahrscheinliche Beteiligung eines
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Glyeil-Radikals bei dieser Reaktion wurde dureh ESR-Spektroskopie bestatigt. Bei auf Hexan
gewaehsenen Zellen wurde das Signal eines freien organisehen Radikals gemessen, welches bei auf
Hexanoat angezogenen Zellen nieht vorhanden war (Rabus et al. 2001).
+
a
Abb.3 Vorgesehlagene Reaktion von n-Hexan mit Fumarat in dem denitriflzierenden Azoarcus
Stamm HxN 1. Das Produkt der initialen Aktivierung ist (I-Methylpentyl)sueeinat.
Die Aktivierung von Kohlenwasserstoffen dureh Addition an Fumarat ist ein weitver-
breiteter Meehanismus im anoxisehen Metabolismus von Bakterien. So unterschiedliehe Kohlen-
wasserstoffe wie Toluol, 2-Methylnaphtalen und Hexan werden auf diesem Wege aktiviert.
Inwieweit sieh die Enzyme in strukturellen und meehanistisehen Einzelheiten unterseheiden, ist
bisher nieht bekannt.
4. Bedeutung des anoxischen Abbaus von Kohlenwasserstoffen in der Umwelt
In der Regel versueht man bei der biologisehen Sanierung von Boden und Gewassem, den aeroben
Abbau der vorhandenen Sehadstoffe zu fordem. Doeh an einigen Standorten ist Sauerstoff nieht
vorhanden oder wird sehr schnell von der aeroben Bakterienpopulation verbraueht, so daB nur
noeh andere terminale Elektronakzeptoren zur Verfiigung stehen (Alexander 1999). Viele mit
Erdolbestandteilen verunreinigte Grundwasser leitende Gesteinssehiehten (Aquifer) sind an-
oxisch. Hier ware der Eintrag von Sauerstoff zur Forderung des Sehadstoffabbaus teehniseh sehr
aufwendig und kostenintensiv. Die Forderung anoxiseher Transformationsprozesse dureh Mikro-
organismen ware in solchen Fallen die wirtsehaftliehere Alternative. In vielen Studien konnte
gezeigt werden, daB Bakterienpopulationen in anoxisehen Grundwasserleitem das Potential
besitzen, Kohlenwasserstoffe abzubauen. Das Einbringen von Nitrat oder Sulfat in die Grund-
wasser leitenden Gesteinssehiehten stimulierte in vielen Fallen den anaerobe Abbau von BTEX-
Aromaten. Vnter anoxisehen Bedingungen ist aber vermutlieh eine geringere Zahl von Erdol-
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kohlenwasserstoffen abbaubar als unter oxischen Bedingungen (Lovley 1997; Reinhard et al.
1997; Coates und Anderson 2000; Cunningham et al. 2000).
In der Erdolindustrie konnen die Abbauleistungen anaerober Bakterien aber auch
Schwierigkeiten bereiten. Die Bildung von Schwefelwasserstoff durch sulfatreduzierende Bak-
terien bei der ErdolfOrderung ist ein seit Jahrzehnten bekanntes Problem. Schwefelwasserstoff
kann die Olqualitat beeintrachtigen (Souring), Arbeiter gefahrden und durch Metallsulfidaus-
fallungen die Forderausbeute emiedrigen (Cord-Ruwisch et al. 1987; Odom 1993). Bakteriell ge-
bildeter Schwefelwasserstoff spielt auch eine Rolle bei der anaeroben Korrosion von Pipelines
(Bak et al. 1990). Anfanglich wurde vermutet, daB den sulfatreduzierenden Bakterien in Olfeldem
organische Sauren (Acetat, Benzoat) oder aerobe Oxidationsprodukte des Erdols als Elektronen-
donatoren zur Verfiigung stehen (Nazina et al. 1985; Cord-Ruwisch et al. 1987). In An-
reicherungen und Reinkulturen wurde jedoch gezeigt, daB sulfatreduzierende (wie auch denitrifi-
zierende) Bakterien direkt mit Rohal als Quelle organischer Substrate wachsen konnen, wobei
bevorzugt kurzkettigere Alkane und Alkylbenzole abgebaut wurden (Rueter et al. 1994; Rabus et
al. 1996; Rabus et al. 1999; Wilkes et al. 2000).
Eine vieldiskutierte Frage bleibt, ob in Erdollagerstatten aktive Bakterienpopulationen seit
Jahrtausenden oder Jahrmillionen vorhanden sind oder ob diese erst bei der ErdOlfOrderung einge-
tragen wurden (L'Haridon et al. 1995; Wellsbury et al. 1997; Magot et al. 2000). In den letzten
Jahren wurden diverse anaerobe Bakterien aus Erdolreservoirs isoliert, doch ihre Rolle unter in
situ-Bedingungen bleibt unklar (Rosnes et al. 1991; Stetter et al. 1993; Nazina et al. 1995; Nilsen
et al. 1996b; Phillips und Lappin-Scott 1997; Magot et al. 2000; Orphan et al. 2000).
5. Zielsetzung der Arbeit
Die Untersuchung des anaeroben Abbaus von Kohlenwasserstoffen ist ein noch recht junges
Forschungsgebiet. Jedoch konnten in den letzten Jahren viele interessante Einblicke in den
anaeroben Metabolismus von Kohlenwasserstoffen in Bakterien gewonnen werden. Mit der
Addition von Kohlenwasserstoffen an Fumarat wurde zum Beispiel ein neuartiger radikalischer
Aktivierungsmechanismus in Bakterien nachgewiesen. Doch trotz der erzielten Fortschritte auf
diesem Gebiet bleiben immer noch viele Fragen offen.
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Die Enzyme fiir den postulierten anaeroben Abbauweg von Ethylbenzol im denitrifi-
zierenden Stamm EbN1 waren bisher nicht bekannt. Deshalb sollten fUr die ersten beiden
Enzyme, Ethylbenzol-Dehydrogenase und Phenylethanol-Dehydrogenase, jeweils ein Enzymtest
etabliert werden. 1m weiteren sollten diese Enzyme aufgereinigt und biochemisch charakterisiert
werden. Diese Charakterisierung ware von besonderem Interesse, da sich die Aktivierung von
Ethylbenzol in denitrifizierenden Bakterien grundlegend von der des Toluols unterscheidet.
AuBerdem soUte der Ethylbenzolmetabolismus in sulfatreduzierenden Bakterien untersucht
werden, da es Hinweise darauf gab, daB Ethylbenzol unter sulfatreduzierenden Bedingungen tiber
einen anderen Weg als in Denitrifizierem abgebaut wird. Ein Ziel war es daher, ein sulfatredu-
zierendes Bakterium zu isolieren, daB mit Ethylbenzol als einzigem Elektronendonator und
KohlenstoffqueUe wachsen kann.
Derzeit weckt die anaeroben Methanoxidation besonderes Interesse. Die Meglichkeit
eines anaeroben Abbaus der anderen im Standardzustand gasformigen Alkane, Ethan, Propan und
Butan, wurden bisher noch nicht untersucht, obwohl diese an einigen Standorten in greBeren
Konzentrationen vorkommen kennen. Deshalb soUte versucht werden, sulfatreduzierende
Bakterien anzureichem und zu isolieren, die mit diesen kurzkettigen Alkanen wachsen.
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B Ergebnisse und Diskussion
1. Anaerober Abbau von Ethylbenzol
Zur Thematik des anaeroben Abbaus von Ethylbenzol wurden in der vorliegenden Arbeit zwei
verschiedene Beitrage geleistet. Einerseits wurden die ersten beiden Enzyme des Abbauweges, die
Ethylbenzol-Dehydrogenase und die (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase aus dem denitri-
fizierenden Azoarcus Stamm EbN 1 gereinigt und charakterisiert. Andererseits wurde ein neu-
artiges sulfatreduzierendes Bakterium isoliert und charakterisiert, das Ethylbenzol unter strikt
anoxischen Bedingungen als Substrat verwertet. Damit konnte der anaerobe Ethylbenzolmeta-
bolismus in denitrifizierenden und sulfatreduzierenden Bakterien miteinander verglichen werden.
1.1 Ethylbenzol-Dehydrogenase aus Azoarcus Stamm EbNl
1.1.1 Aktivitaten der Ethylbenzol-Dehydrogenase in Stamm EbNl und PbNl
In einem photometrischen Enzymtest mit Ferricenium-Hexaflourophophat als kiinstlichem
Elektronenakzeptor wurde in Extrakten aus Zellen des Azoarcus Stammes EbNl, die mit Ethyl-
benzol gewachsen waren, die Ethylbenzol-Dehydrogenase mit einer spezifischen Aktivitat von
22 ± 4 nmol'min-1'(mg Protein)"1 gemessen. Die Aktivitat entsprach damit 79 % der fUr eine
Verdopplungsrate von 11 Stunden und einem Ertrag von 79 g Zelltrockenmasse pro mol Ethyl-
benzol notwendigen Umsatzrate. Die Oxidation von Ethylbenzol konnte nach Zentrifugation bei
100.000 x g nur im Uberstand nachgewiesen werden, nicht aber in der Membranfraktion. Nach
Herstellung von Spharoplasten wurde die Ethylbenzol-Dehydrogenase in der periplasmatischen
Fraktion nachgewiesen (Teil II, 1, Tab. 2). Hingegen wurde im Stamm EBI, der auch der Gattung
Azoarcus angehort und mit Stamm EbNI eng verwandt ist, eine Assoziation der Ethylbenzol-
Dehydrogenase mit der Membran postuliert. Die Aktivitat der Ethylbenzol-Dehydrogenase war
in dieser Untersuchung mit p-Benzochinon als kiinstlichem Elektronenakzeptor nachgewiesen
worden (Johnson und Sporrnann 1999).
Die Synthese der Ethylbenzol-Dehydrogenase wurde durch Ethylbenzol induziert. In
cytosolischen Extrakten von Zellen des Stammes EbN 1, die anaerob mit Phenylethanol oder
Acetophenon, den ersten Intermediaten des anaeroben Ethylbenzolmetabolismus, gewachsen
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waren, wurden nur geringe Aktivitaten der Ethylbenzol-Dehydrogenase gemessen. In auf Benzoat
gewachsenen Zellen war keine Aktivitat der Ethylbenzol-Dehydrogenase nachweisbar (Teil II, 1,
Tab. 1).
Der mit Stamm EbNl eng verwandte Azoarcus Stamm PbNl wachst sowohl mit Ethyl-
benzol als auch mit n-Propylbenzol. Cytosolische Extrakte aus Zellen dieses Bakterienstammes,
die auf Ethylbenzol oder n-Propylbenzol angezogen wurden, zeigten hohe Aktivitaten mit beiden
Kohlenwasserstoffen. Die Dehydrogenase-Aktivitat betrug mit n-Propylbenzol 62-66 % des mit
Ethylbenzol ennittelten Wertes, unabhangig davon, ob Zellen mit Ethylbenzol oder n-Propyl-
benzol kultiviert wurden. Dieses Ergebnis lal3t vennuten, daB im Stamm PbNl dasselbe Enzym
an der Oxidation von n-Propylbenzol und Ethylbenzol beteiligt ist und kein eigenes Enzym fUr
das jeweilige Alkylbenzol synthetisiert wird (Teil II, 1, Tab. 1)
Ethylbenzol wird von der Ethylbenzol-Dehydrogenase stereospezifisch zu (S)-I-Phenyl-
ethanol umgesetzt, was durch die Kopplung an eine aus demselben Organismus isolierten (S)-I-
Phenylethanol-Dehydrogenase nachgewiesen wurde. Obereinstimmend mit diesem Ergebnis wur-
de die Bildung desselben Enantiomers auch in Enzymtests mit Azoarcus Stamm EBl gefunden
(Johnson und Sponnann 1999).
1.1.2 Reinigung und Charakterisierung der Ethylbenzol-Dehydrogenase aus Azoarcus
Stamm EbNl
In einem zweistufigen chromatographischen Trennverfahren wurde die Ethylbenzol-Dehydro-
genase aus Stamm EbN 1 unter anoxischen Bedingungen gereinigt und weiter charakterisiert (Teil
II, 1., Tab. 3 u. Abb. 3). Das Enzym mit einer apparenten Molekularmasse von 155 kDa enthalt
Molybdan, Eisen-Schwefel-Zentren und ein Cytochrom b (Teil II, 1, Abb. 4) und besteht aus drei
Untereinheiten (96, 43 und 23 kDa) in einer a~y Struktur. Schon seit langerem sind Molybdan-
Enzyme bekannt, die im Stoffwechsel von Bakterien beim Abbau von Aromaten eine Rolle
spielen (Fetzner 2000, Breese und Fuchs 1998, Rhee und Fuchs 1999). Neuartig ist bei der durch
die Ethylbenzol-Dehydrogenase katalysierten Reaktion jedoch, daB hier ein Kohlenwasserstoff,
also eine organische Verbindung ohne funktionelle Gruppe, oxidiert wird. Weitere aromatische
Verbindungen wie Toluol, p-Cymol, Phenylacetat, (R/S)-I-Phenylethanol oder 2-Phenylethanol
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wurden von der Ethylbenzol-Dehydrogenase nicht umgesetzt. Der apparente Km-Wert fur
Ethylbenzol war sehr niedrig und lag unter 2 JlM (Teil II, 1 Abb. 5).
Der N-Terminus der a-Untereinheit wies die groBte Ahnlichkeit mit der a-Untereinheit
der Selenat-Reduktase aus Thauera selenatis (Macy et al. 1993, Schroder et al. 1997) und der a-
Untereinheiten der Nitrat-Reduktasen aus Haloarcula marismortui und Escherichia coli (NarG)
auf. Diese terminalen Reduktasen gehoren zu der DMSO-Reduktase-Familie innerhalb der Klasse
der Molybdiin-Cofaktor-haltigen Enzyme (Kisker et al. 1997, Schroder et al. 1997). Aufgrund der
Struktur- und Sequenziihnlichkeiten ist anzunehmen, daB die groBe a-Untereinheit der Ethyl-
benzol-Dehydrogenase den Molybdopterin-Cofaktor, die ~-Untereinheit die Fe-S-Cluster und die
kleine y-Untereinheit das Cytochrom b enthiilt.
Erstaunlich war die Unempfindlichkeit der Ethylbenzol-Dehydrogenase im Extrakt
gegenliber Sauerstoff; bei der weiteren Reinigung verlor sie diese Stabilitiit. Vermutlich wird das
Enzym, wenn sich sein Haem b-Cofaktor im reduzierten Zustand befindet, durch Bildung re-
aktiver Sauerstoffspezies inaktiviert. Bei Anwesenheit des natiirlichen Elektronenakzeptors im
Extrakt konnte das Enzym im oxidierten Zustand gehalten werden und damit sauerstoffun-
empfindlich bleiben. Bei der Reinigung geht der Elektronenakzeptor vermutlich verloren und die
Ethylbenzol-Dehydrogenase in den reduzierten Zustand liber.
Da die Ethylbenzol-Dehydrogenase im periplasmatischen Raum lokalisiert ist, kame als
moglicher natiirlicher Elektronenakzeptor ein Cytochrom c in Betracht. Das Redoxpaar Ethyl-
benzoill-Phenylethanol besitzt ein Redoxpotential von ca. + 0,03 V. Dennoch Uiuft die Oxi-
dationsreaktion wahrscheinlich erst bei einer gewissen Entfemung vom Gleichgewicht (Uber-
spannung) ab, also mit deutlich hoherem Redoxpotential wie das von FerriceniumIFerrocen (If =
+ 0,38 V). In denitrifizierenden Bakterien besitzen Cytchrome des c-Typs in der Regel Redox-
potentiale zwischen + 130 mV und + 250 mV (Bosma et al. 1987, Gilmour et al. 1991, Michalski
et al. 1986).
1.1.3 Substratspezifische Proteinbildung der Stamme EbNl und PbNl
Die durch Aktivitiitsmessungen nachgewiesene Induktion der Ethylbenzol-Dehydrogenase wurde
mittels eindimensionaler SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese bestiitigt. Mit Ethylbenzol ge-
wachsene Zellen des Stammes EbNl enthielten mehrere Substrat-induzierte Polypeptide (96, 71,
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44,33,24 und 23 kDa), die bei Zellen fehlten, die mit I-Phenylethanol angezogen worden waren
(Teil II, 1 Abb. 2). Auch mit 2D-Gelelektrophorese wurden fUr den Ethylbenzol-Stoffwechsel
spezifische Proteine mit gleichen oder ahnlichen Molekularrnassen nachgewiesen (siehe Anhang),
und zwar im sauren und neutralen (33, 56, 70 und 71 kDa) ebenso wie im basischen Bereich (23,
44, und 96 kDa). Die drei Polypeptide mit einem basischen isoelektrischen Punkt besitzen
interessanterweise die gleiche Molekularmasse wie die aus EbNl gereinigte Ethylbenzol-
Dehydrogenase. In einer vorherigen Studie mit Stamm EbNl konnten diese Proteine im 2D-Gel
vermutlich deshalb nicht nachgewiesen werden, weil bei der isoelektrischen Fokussierung kein
immobilisierter und damit stabiler pH-Gradient verwendet worden war (Champion et al. 1999).
Extrakte aus Zellen des Stammes PbNl, die auf Ethylbenzol oder n-Propylbenzol kulti-
viert wurden, enthielten die gleichen substrat-induzierten Polypeptide im Vergleich zu auf Ben-
zoat gewachsenen Zellen (96, 73, 34, 24, 23 kDa). Das identische Proteinmuster unterstiitzt die
Annahme, daB ein einziges Enzym in Stamm PbNl Ethylbenzol und n-Propylbenzol umsetzt.
1.1.4 Vergleich der Ethylbenzol-Dehydrogenasen ans Azoarcus Stamm EbNl nnd EBI
Unabhangig wurde auch aus dem Azoarcus Stamm EB 1 eine Ethylbenzol-Dehydrogenase
gereinigt und charakterisiert. Zusatzlich wurde das dazugehorige Gen sequenziert (Johnson et al.
2001). Die Ethylbenzol-Dehydrogenase aus Stamm EBI besitzt im wesentlichen die gleichen
Eigenschaften wie das Enzym aus dem Azoarcus Stamm EbNl. Dabei stimmen die Amino-
stiuresequenzen der N-Termini der a- und y-Untereinheit zu 100 % iiberein. Bei den N-terminalen
Sequenzen der ~-Untereinheiten wurden bisher keine Ubereinstimmung erkannt, was jedoch an
Unsicherheiten in der Sequenz aus Stamm EbN 1 begriindet sein kann. Die Konservierung der
Aminosauresequenz der Ethylbenzol-Dehydrogenase in beiden Stammen zeigt sich auch auf
DNA-Ebene. Die mittels degenerierter Primer fUr den N-Terminus der groBen Untereinheit
amplifizierten Region (72 bp) aus Stamm EbNl ist zu 100 % identisch zur DNA-Sequenz aus
Stamm EB 1 (siehe Anhang).
Das Operon der Ethylbenzol-Dehydrogenase aus Stamm EB1 enthalt drei offene Lese-
rahmen (ebdA, ebdB und ebdC), die fUr die drei Untereinheiten des Enzyms codieren (Johnson et
al. 2001). Das Gen fUr die groBe Untereinheit enthtilt eine Molybdopterin-Bindedomane und ein
Signalpeptid mit Twin-Arginin-Motiv (DRRDFLK). Das fUr den Export zustandige Tat (twin-
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arginin translocation)-System transportiert bereits vollstiindig gefaltete Proteine tiber die Cyto-
plasmamembran ins Periplasma (Berks et al. 2000). Dadurch wird die von Johnson und Spor-
mann (1999) postulierte Membran-Lokalisation der Ethylbenzol-Dehydrogenase in Frage gestellt
und vielmehr das mit dem Stamm EbN 1 erzielte Ergebnis bestiitigt.
Das fur die y-Untereinheit codierende Gen ebdC zeigte nur Sequenzahnlichkeit mit der
kleinen Untereinheit der Selenat-Reduktase (Johnson et al. 2001), die nicht kovalent gebundenes
Cytochrom b enthiilt (Krafft et al. 2000). Die periplasmatische Selenat-Reduktase geh6rt neben
der periplasmatischen, strukturell ahnlichen Dimethylsulfid-Dehydrogenase (Hanlon et al. 1996)
aus Rhodovulum sulfidophilum (friiher Rhodobacter sulfidophilus), deren Gene noch nicht be-
kannt sind, zu den wenigen periplasmatischen, nicht membranassoziierten Enzymen, die ein
Cytochrom b als Cofaktor enthalten (Krafft et al. 2000). Auch die Ethylbenzol-Dehydrogenase
aus Stamm EbNl geh6rt damit verrnutlich dieser Enzymgruppe an, denn aIle drei Untereinheiten
zeigen die h6chste Ahnlichkeit zur Selenat-Reduktase. 1m Gegensatz dazu wurde in Stamm EB1
jedoch kein Cytochrom b nachgewiesen (Johnson et al. 2001).
Die Ethylbenzol-Dehydrogenase aus Stamm EBI katalysiert sogar die Oxidation der
Alkene 3-Methyl-2-penten und Ethylidencyclohexan (Johnson et al. 2001). Eine interessante
Frage ist, ob die Aktivierung von Kohlenwasserstoffen unter anoxischen Bedingungen durch
molybdopterinhaltige Dehydrogenasen nur auf wenige Verbindungen beschriinkt ist und nur in
einigen Denitrifizierem vorkommt oder ob dieser Aktivierungsmechanismus weiter verbreitet ist.
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1.2 (S)-I-Pheny1ethano1-Dehydrogenase aus Azoarcus Stamm EbNl
1.2.1 Aktivitaten von I-Phenylethanol-Dehydrogenase Isoenzymen in Stamm EbNl
Mit NAD+, nicht aber mit NADP+ a1s Elektronenakzeptor wurde die AktivWit einer 1-Phenyl-
ethanol-Dehydrogenase in Extrakten aus Zellen des Stammes EbN1, die auf Ethylbenzol
gewachsen waren, gemessen. Beide Enantiomere des 1-Phenylethanols wurden im Enzymtest
umgesetzt. Mit (S)-l-Phenylethanol wurde eine spezifische Aktivitat von 67 nmol'min-1'(mg
Proteinyl nachgewiesen; sie lag damit urn den Faktor 12 hoher als mit (R)-1-Phenylethano1 (Teil
II, 2, Tab. 1). Die gemessene Aktivitat mit (S)-l-Phenylethanol ist ausreichend, urn die Wach-
stumsrate I..l des Stammes EbNI von 0,0011 min-1 und einem Ertrag von 79g1mol Ethylbenzo1
erklaren zu konnen. Ubereinstimmend mit der Bildung von (S)-1-Pheny1ethanol durch die
Ethylbenzol-Dehydrogenase ist die Aktivitat der (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase in auf
Ethylbenzol gewachsenen Zellen vorherrschend. Wurde der Stamm EbN1 jedoch mit (R)-, (S)-1-
Phenylethanol oder Acetophenon angezogen, stieg die (R)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase Ak-
tivitat urn ein Vielfaches (mindestens lOfach). (R)-l-Phenylethanol induziert vermutlich nicht
oder nicht alleine die Synthese dieses Enzyms. Die (R)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase konnte
eine Entgiftungsfunktion fUr den Organismus besitzen und einen UberschuB an Acetophenon
durch Reduktion zum weniger toxischen Alkohol beseitigen (Zengler 1996).
Mit Benzoat oder Acetat als Substrat wurde kaum eine Aktivitat einer 1-Phenylethanol-
Dehydrogenase gemessen.
1.2.2 Reinigung und Charakterisierung der (S)-I-Pheny1ethanol-Dehydrogenase
In Extrakten aus auf Ethy1benzol gewachsenen Zellen konnten mit Hilfe der Ionenaustausch-
chromatographie die Enzyme fiir die beiden Enantiomere des 1-Phenylethano1s voneinander
getrennt werden. Ober zwei weitere nachfolgende Chromatographieschritte wurde die (S)-I-
Phenylethanol-Dehydrogenase gereinigt (Teil II, Tab. 2, Abb. 2). Das Enzym war nicht
sauerstoffempfmdlich, so daB alle folgenden Experimente unter oxischen Bedingungen durch-
gefiihrt werden konnten.
Die (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase bestand aus einer einzigen Untereinheit mit einer
Molekularmasse von 25,5 ± 0,5 kDa und einem isoelektrischen Punkt bei pH 6,6. Die apparente
30
native Molekulannasse betrug 50 :!:: 5 kDa, so daB eine Homodimerstruktur (U2) angenomrnen
werden kann. Das Enzym wies am N-Terminus die groBten Ahnlichkeiten mit der Oxoacyl-
(Acylcarrier-Protein) Reduktase aus Zymomonas mobilis (66 % Identitat) und Glucose-Dehydro-
genase(n) aus Bacillus megaterium (65-69 % Identitat) auf(Teil II, 2 Abb. 3).
Das apparente pH-Optimum fUr die Reduktion des Acetophenons lag bei pH 4, das fUr
die Oxidation des (S)-l-Phenylethanols bei pH 8. Die apparenten Km-Werte fUr die Substrate
lagen fUr (S)-l-Phenylethanol bei 1,6 :!:: 0,3 JlM und fUr Acetophenon bei 1,0 :!:: 0,04 JlM. Diese
niedrigen Km-Werte unterstiitzen die Annahme, daB die gereinigte Alkohol-Dehydrogenase auch
unter physiologischen Bedingungen die Funktion hat, Acetophenon und (S)-l-Phenylethanol
umzusetzen.
Mit (R)-l-Phenylethanol wurde keine Aktivitat gemessen, sondern das Enantiomer
hemmte sogar die Oxidation des (S)-1-Pheny1ethano1s. Nur wenige sekundare Alkoho1e wie (R,S)-
1-Phenylpropanol und Isopropanol und keine primaren A1koho1e wurden von der (S)-l-Phenyl-
ethanol-Dehydrogenase oxidiert (Teil II, 2, Tab. 3). Metallchelatoren und Thiolreagenzien
hemrnten die (S)-1-Pheny1ethanol-Dehydrogenase nicht. Vermutlich besitzt die (S)-l-Phenyl-
ethanol-Dehydrogenase keine leicht zuganglichen bivalenten Metalle (z.B. Zink) als Cofaktoren.
Auch Cystein-Reste spielen bei der Katalyse wahrscheinlich keine Rolle, es sei denn, daB sie
durch die Konformation des Enzyms gut abgeschirmt und damit fUr die Thiolreagenzien nicht
erreichbar sind.
1.2.3 Vergleich der (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase aus Azoarcus Stamm EbNl mit
anderen Alkohol-Dehydrogenasen
Aufgrund der N-terminalen Aminosauresequenz, der Zusammensetzung und GroBe der Vnter-
einheit, des offensichtlichen Fehlens von Metallionen als Cofaktoren und der Spezifitat fUr
sekundare Alkohole liiBt sich die (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase in die groBe Familie der
"Short-Chain"-Dehydrogenasen/Reduktasen einordnen. Die meisten "Short-Chain"-Dehydro-
genasen, deren Vntereinheiten aus kurzen Aminosiiureketten bestehen, sind Dimere oder Tetra-
mere und enthalten am N-Terminus eine konservierte NAD(H) oder NADP(H)-Bindungsstelle
(Jornvall et al. 1995).
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1m Vergleich zu anderen gereinigten I-Phenylethanol-Dehydrogenasen ist das aus Stamm
EbNl isolierte Enzym die erste NAD+-abhangige (S)-I-Phenylethanol-Dehydrogenase. Aus
Lactobacillus brevis und L. kefir konnten NADP+-abhangige ,,short-Chain"-Alkohol-Dehydro-
genasen isoliert werden, die spezifisch (R)-I-Phenylethanol umsetzen. Eine Alkohol-Dehydro-
genase aus Rhodococcus erythropolis gehort zu den Zink-haltigen Alkohol-Dehydrogenasen und
reduzierte Acetophenon mit NADH spezifisch zu (S)-I-Phenylethanol (HurnmeI1997).
In einer vorherigen Untersuchung wurde mit Hilfe der 2D-Elektrophorese ein spezifisch
beim Wachstum auf Acetophenon induziertes Protein im Stamm EbNl entdeckt, das anschlies-
send per Edmann-Abbau sequenziert wurde (Champion et al. 1999). Die N-terrninale Sequenz
des 30 kDa Proteins zeigte Homologien zu "Short-Chain"-Dehydrogenasen, stimmte aber am N-
Terminus nicht mit der aus EbNl gereinigten (S)-l-Phenylethanol-Dehydrogenase iiberein.
Eventuell handelt es sich bei diesem Enzym urn eine (R)-I-Phenylethanol-Dehydrogenase oder
ein Isoenzym der (S)-I-Phenylethanol-Dehydrogenase. Hinweise auf weitere I-Phenylethanol-
Dehydrogenasen im Stamm EbNI gab es auch bei der Aufuennung von Zellextrakten im nativen
Gel und anschlieBender AktivWits-Hirbung mit (R)- oder (S)-I-Phenylethanol, NAD+, Phena-
zinmethosulfat und Nitroblau-tetrazoliumchlorid (Daten nicht veroffentlicht).
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1.3 Anaerober Abbau von Ethylbenzol durch ein neues sulfatreduzierendes Bakterium
1.3.1 Isolierung des sulfatreduzierenden Stammes EbS7
Als Inokulum zur Anreicherung von sulfatreduzierenden Bakterien, die mit Ethylbenzol als
einzigem Elektronendonator und Kohlenstoffquelle wachsen, wurden Meeressedimente von
mehreren Standorten Europas und Amerikas verwendet. Nach wiederholter Obertragung waren in
allen Anreicherungskulturen ovale Zellen mit Gasvakuolen zu erkennen. Das schnellste Wach-
sturn zeigte eine Anreicherungskultur mit Sediment aus dem Guaymas Becken (10 mM Sulfid
nach 6 Wochen), weshalb diese fUr weitere Experimente und Isolierungsversuche verwendet
wurde. In anoxischen Agarverdiinnungsreihen mit Ethylbenzol wuchsen innerhalb von drei
Monaten gelblich-braunliche Kolonien. Diese wurden nach einer zweiten Agarverdiinnungsreihe
in Fltissigmedium tiberfUhrt. Ein als Stamm EbS7 bezeichnetes Isolat, das mit Ethylbenzol als
einzigem organischen Substrat in Gegenwart von Sulfat wuchs, wurde fUr weitere
Charakterisierungen verwendet.
1.3.2 Phylogenetische Charakterisierung des Stammes EbS7
Stamm EbS7 gehort aufgrund von Sequenzanalysen des 16S rRNA Genes zu der 6-Untergruppe
der Proteobakterien (Teil II, 3, Abb. 2). Die nachsten Verwandten sind Stamm NaphS2
(Galushko et al. 1999), derNaphthalin verwerten kann, und Stamm rnXySl (Harms et al. 1999b),
ein mit m-Xylol isoliertes sulfatreduzierendes Bakterium. Die Sequenzahnlichkeiten betrugen
97,6 %, bzw. 96,2 %. Die G+C-Gehalte der DNA der sulfatreduzierenden Bakterien wurden mit
51,8 mol % fUr Stamm EbS7, 52,3 mol % fUr Stamm NaphS2 und 49 mol % fUr Stamm rnXySl
bestimmt. Diese drei Isolate konnen vermutlich als neue Gattung beschrieben werden.
AuBerdem ergab ein Vergleich mit Sequenzen aus der Datenbank (NCBI) eine 100 %ige
Obereinstimmung des l6S rRNA Gens in Stamm EbS7 mit einem tiber PCR-amplifizierten l6S
rDNA-Fragment (550 bp) aus einer marinen, sulfatreduzierenden Anreicherungskultur mit Ethyl-
benzol (Nakagawa et al. 2001). Ais Inokulum war Sediment aus der Bucht von Tokyo verwendet
worden. Dieses Ergebnis und das Auftauchen desselben Morphotyps bei den Anreicherungen mit
verschiedenen Sedimenten deutet auf eine weite Verbreitung dieses Organismentyps hin.
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1.3.3 Morphologische und physiologische Charakterisierung des Stammes EbS7
Zellen von Stamm EbS7 waren 2-2,3 Ilm lang und 1,5 Ilm im Durchmesser und bildeten Gas-
vesikel am Ende der Wachstumsphase (Teil II, 3 Abb. 1). Stamm EbS7 wuchs in einem Tem-
peraturbereich von 12-35 °C mit einem Optimum bei 31-32 °C und in einem pH-Bereich von 6,1-
7,8 mit einem Optimum urn pH 7,5. Die Verdopplungszeit beim Wachstum auf Ethylbenzol
betrug 12-20 Tage (Teil II, 3, Abb. 3). Neben Ethylbenzol verwertete Stamm EbS7 Phenylacetat,
3-Phenylpropionat, Formiat, Capronat, Lactat und Pyruvat, jedoch keine weiteren Kohlen-
wasserstoffe. Das schnellste und dichteste Wachstum wurde mit 3-Phenylpropionat beobachtet.
I-Phenylethanol, Acetophenon und Benzoat, die Intermediate des anaeroben Abbaus von Ethyl-
benzol in denitrifizierenden Bakterien, wurden nicht als Wachstumssubstrate genutzt. 1-Phenyl-
ethanol hemmte sogar spezifisch das Wachstum von Stamm EbS7 mit Ethylbenzol. Die Analogie
zur Hemmung des anaeroben Toluolabbaus durch Benzylalkohol in sulfatreduzierenden (Rabus
und Widdel 1995b) und denitrifizierenden Bakterien (Biegert und Fuchs 1995) ist somit
offensichtlich.
In quantitativen Wachstumsexperimenten wurde gezeigt, daB Stamm EbS7 zur voll-
standigen Oxidation von Ethylbenzol zu CO2 farug ist (Teil II, 3, Tab. 1). Acetat oder andere
kurzkettige Fettsauren konnten in Wachstumstiberstanden nicht nachgewiesen werden. Stamm
EbS7 ist damit die erste Reinkultur eines sulfatreduzierenden Bakteriums, das Ethylbenzol unter
anoxischen Bedingungen komplett zu CO2 mineralisiert.
1.3.4 Bestimmung von Intermediaten des anaeroben Ethylbenzolmetabolismns in Stamm
EbS7
Der Befund, daB Stamm EbS7 im Gegensatz zu denitrifizierenden Stiimmen nicht mit 1-
Phenylethanol und Acetophenon wachst, IaBt vermuten, daB in diesem sulfatreduzierenden
Stamm Ethylbenzol tiber einen altemativen Weg abgebaut wird. Unterstiitzt wird diese Annahme
durch die Untersuchungen von Elshahed et al. (2001), die in einem mit Ethylbenzol und Sulfat
angereicherten Konsortium (l-Phenylethyl)-succinat (3-Phenyl-l,2-butandicarboxylat) nach-
wiesen. Somit wird Ethylbenzol in sulfatreduzierenden Bakterien wahrscheinlich analog zu
Toluol durch Addition an Fumarat aktiviert (Biegert et al. 1996, Beller und Spormann 1997b).
Unterstiitzt wird diese Annahme durch Untersuchungen zum Substratspektrum der Benzyl-
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succinat-Synthase aus Thauera aromatica, die die erste Reaktion im anaeroben Toluol-
Stoffwechsel katalysiert. In zellfreien Extrakten addiert das Enzym auch Ethylbenzol an 14C_
markiertes Fumarat (Leuthwein 2000).
Zur Identifizierung von Metaboliten des Ethylbenzolmetabolismus wurden Kultur-
uberstande von auf Ethylbenzol gewachsenen Zellen von Stamm EbS7 mit Dichlormethan
extrahiert und anschlieBend mittels GC/MS analysiert. 1m Vergleich zu Kontrollkulturen auf
anderen Substraten (Capronat, 3-Phenylpropionat) wurden zwei fUr den anaeroben Ethylbenzol-
stoffwechsel spezifische Produkte nachgewiesen und anhand des Massenspektrums als (1-
Phenylethyl)succinat und 4-Phenylpentansaure identifiziert (Teil II, 3 Abb. 4). Aufgrund der
gefundenen Intermediate wurde ein anaerober Abbau von Ethylbenzol analog zum anaeroben
Hexanabbau in Azoarcus Stamm HxNl (Wilkes et al. 2001) vorgeschlagen. Genauso wie beim
Ethylbenzol wird bei der Aktivierung von Hexan ein sekundares Kohlenstoffatom an Fumarat
addiert (Rabus et al. 2001). Nach Bildung von (I-Phenylethyl)succinat und anschlieBender
Aktivierung zum CoA-Thioester wiirde durch eine Mutasereaktion, bei der eine Carboxylgruppe
wandert, (2-Phenylpropyl)malonyl-CoA entstehen. Ein nachfolgender Carboxylierungsschritt
wiirde das nachgewiesene Intermediat 4-Phenylpentansaure, bzw. dessen CoA-Thioester ergeben
(Teil III, 3, Abb. 5)
Die Frage ist, warum die anaerobe Aktivierung von Ethylbenzol in denitrifizierenden und
sulfatreduzierenden Bakterien nicht nach demselbem biochemischen Prinzip erfolgt. Bei der
Oxidation von Ethylbenzol zu (S)-I-Phenylethanol in Zellextrakten von Denitrifizierern sind
Elektronenakzeptoren mit einem hohen positiven Redoxpotential notwendig (EJ =+ 0,3 V - + 0,4
V; s. Abschnitt 1.1.2). Elektronenakzeptoren mit einem so hohen positiven Redoxpotential
k6nnen vermutlich im Metabolismus von sulfatreduzierenden Bakterien nicht bereitgestellt
werden. Dahingegen kann eine Addition von Kohlenwasserstoffen an Fumarat auch bei niedrigen
Redoxpotentialen stattfinden (Beller und Spormann 1997b, Rabus und Heider 1998). Fur die
homolytische Spaltung einer C-H-Bindung in der Methylengruppe der Seitenkette des
Ethylbenzols muB mit 356 kl/mol sogar weniger Energie aufgebracht werden als fUr die
Aktivierung von Toluol (368 kl/mol) und Hexan (401 kl/mol) notwendig ist (McMillen und
Golden 1982, Rabus et al. 2001).
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2. Anaerober Abbau von Propan und Butan unter mesophilen und moderat
thermophilen Bedingungen durch neuartige sulfatreduzierende Bakterien
Diese Arbeit wurde bislang nicht in Form eines Manuskriptes verfaBt. Alle molekularbio-
logischen Arbeiten wurden von Dr. Katrin Knittel und Dr. Stefan Sievert durchgefiihrt.
In den letzten Jahren hat das Interesse an der anaeroben Oxidation von Methan stark zugenom-
men (Valentine und Reeburgh 2000). Dieser einfachste Kohlenwasserstoff wird neuesten Er-
kenntnissen zufolge von einem Konsortium, das aus sulfatreduzierenden Bakterien und methano-
genen Archaeen besteht, zu CO2 oxidiert (Boetius et al. 2000, Orphan et al. 200 I). Die Isolierung
dieser Mikroorganismen ist bisher noch nicht gelungen. Ein anaerober Abbau der anderen im
Standardzustand gasfcirmigen Alkane Ethan, Propan und Butan wurde bislang noch nicht unter-
sucht. 1m Vergleich zu Methan lassen sich Ethan, Propan und Butan in den meisten marinen
Sedimenten und in der Wassersaule nur in sehr geringen Konzentrationen (pM) nachweisen
(Plass-Diilmer et al. 1993, 1995). Doch an natiirlich vorkommenden "Gas- oder Hydrocarbon
Seeps", wie zum Beispiel dem Guaymas Becken im Golf von Ka1ifornien, kannen Ethan, Propan
und Butan im Vergleich zu Methan einen recht hohen Antei1 baben. Die Konzentration der gas-
fcirmigen Alkane ist in tieferen Sedimentschichten am hachsten (> 5 m) und nimmt Richtung Sedi-
mentoberflache ab, was auf einen Verbrauch durcb Mikroorganismen bindeutet (Simoneit et al.
1992). Ais Inoku1um zur Anreicherung su1fatreduzierender Bakterien, die mit Ethan, Propan oder
Butan als einzigem Elektronendonator und Kohlenstoffquelle wachsen kannen, wurden daher
Sedimente aus dem Guaymas Becken verwendet.
2.1 Mikrobiologische Experimente
2.1.1 Anreicherung und Wachstum von sulfatreduzierenden Bakterien mit Propan oder
Butan
2ur Anreicherung sulfatreduzierender Bakterien wurde Sediment mit Sulfid reduziertem kiinst-
lichem Meerwasserrnedium (Bak und Widdel 1992) und 1 atm Ethan, Propan oder n-Butan in der
Gasphase in 125 oder 150 ml Flaschen bei 28 oder 60 °C inkubiert. Eine detailliertere Beschrei-
bung der Sedimentproben findet sich bei Weber und J0rgensen (2001). In der Anreicherungsku1tur
mit Propan (60 DC) wurde nach 3 Monaten, in den Anreicherungsku1turen mit Propan (28°C)
und Butan (28 und 60 0c) nach 6 Monaten eine Produktion von etwa 10 mM Su1fid im Vergleich
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zu Kontrollen beobachtet. Die Anreicherungskulturen mit Ethan wiesen keine zusatzliche Sulfid-
bildung auf.
Tab. 1 Ubersicht tiber die Sulfidbildung und Zellformen in den Anreicherungskulturen mit Propan
und Butan.
Organisches Temp. MeBbare Sulfidbildung nach Zellformen
Substrat (0C) mehreren Transfers (-20 mM)
Propan 28 Nach 8-9 Wochen Viele Hingere Stilbchen, einige kleine
Stabchen, Vibrios und Spirillen
60 Nach 2-3 Wochen Viele groBe lange Stilbchen, vereinzelt
Vibrios und sehr diinne Stiibchen
Butan 28 Nach 8-9 Wochen Viele ovale Stilbchen, einige kleine
dtinne Stiibchen, Vibrios und Spirillen
60 Nach 12-16 Wochen Kleine kurze Stabchen, kleine
Kokken
Nach mehreren Transfers in frisches Medium waren verschiedenste Morphotypen in den
Anreicherungskulturen erkennbar (Tab. I). Die Alkan-abhangige Sulfidproduktion in der Anrei-
cherungskultur mit Propan (60°C) und Butan (28 0) war schneller als in den anderen Anreicher-
ungskulturen (Tab. 1). Die tiber Bestimmung der Sulfidproduktion ermittelte Verdopplungszeit
betrug fiir die Anreicherungskultur bei 60°C mit Propan 35 h und fiir die Anreicherungskultur bei
28°C mit Butan 100 h (Abb. I). Daher wurden fiir weitere Experimente und Isolierungsversuche
die Anreicherungskulturen mit Propan (60°C) und Butan (28°C) verwendet. Zusiitzlich wurden
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Abb. 4 Sulfidproduktion (e) in einer anaeroben Anreicherungskultur mit Propan bei 60°C (A)
oder Butan bei 28°C (B) im Vergleich zu Kontrollkulturen (0) ohne Substrat
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2.1.2 Isolierung und Charakterisierung des mesophilen sulfatreduzierenden Stammes
BuS5
Nur in Agarverdiinnungsreihen mit n-Butan, nicht aber mit Pyruvat, Butyrat, I-Butanol und 2-
Methylbutyrat bildete der vorherrschende Zelltyp aus der mesophilen Anreicherungskultur mit
n-Butan nach S Monaten gelbliche bis leicht bmunliche Kolonien. Aus der vierten Verdiin-
nungsstufe wurden Kolonien in Fliissigmedium mit Butan als Substrat iibertragen. Diese wuchsen
innerhalb von zwei Monaten wieder an, waren aber noch mit Spirillen kontaminiert. In einer wei-
teren Agarverdiinnungsreihe mit Butan gelang es dann, eine Reinkultur zu isolieren. Die Zellen des
isolierten Stammes BuSS waren unbeweglich, 2,5-3,5 ~m lang und 1,5-2 ~m im Durchmesser
(Abb. 5) und wuchsen gegen Ende der Wachstumsphase in Flocken. Sporenbildung wurde nie be-
obachtet. Stamm BuSS wuchs auch mit Propan und n-Pentan (2% in einer organischen Tra-
gerphase), jedoch nicht mit Isobutan, n-Hexan, Pyruvat und Butyrat. BuSS ist das erste isolierte
Bakterium, das die unter Standardbedingungen gasformigen Alkane Propan und Butan unter an-
oxischen Bedingungen als Wachstumssubstrate verwertet.
Abb.5 Phasenkontrastaufnahme des neu isolierten sulfatreduzierenden Bakteriums BuSS, das
mit Butan als Substrat angereichert und isoliert worden war. GroBenbalken, 10 ~m.
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2.2 Molekularbiologische Charakterisierung
2.2.1 Phylogenetische Charakterisierung des Stammes BuSS
Der Stamm BuSS wurde aufgrund von Sequenzanalysen der 16S rRNA-Gene als Angehoriger der
b-Proteobakterien erkannt. Die nachsten Verwandten von Stamm BuS5 waren eine 16S rRNA-
Sequenz eines endosymbiontischen sulfatreduzierenden Bakteriums (Dubilier et al. 200 1) aus
dem Oligochaeten Olavius algarvensis (93,9%) und zwei Sequenzen mit der Bezeichnung Eel-
36e1g12 und Eel-BE1b3 (93,7 und 93,1 %) aus dem "Gas Seep" Gebiet des Eel River Beckens
(Abb. 7). Die Klonsequenzen aus dem Eel-River Becken und weitere Vertreter der Desulfo-
sarcina/Desulfococcus-Gruppe sind vermutlich an der anaeroben Methanoxidation beteiligt
(Orphan et al. 2001). Der sulfatreduzierende Stamm BuS5 kann als Vertreter einer neuen Ab-
stammungslinie innerhalb der b-Proteobakterien angesehen werden.
2.2.2 Analyse der sulfatreduzierenden Anreicherungskulturen mittels 16S rDNA
Klonierung
Zur Charakterisierung der Population der thermophilen Anreicherungskulturen mit Propan und
Butan sowie der mesophilen Anreicherungskultur mit Butan wurden die 16S rRNA-Gene klo-
niert. DNA wurde aus 10 ml Kultur nach Ficker et al. (1999) extrahiert. AnschlieBend wurden die
16S rRNA-Gene unter Verwendung allgemeiner Primer fur die Domanen Bacteria und Archaea
mittels PCR amplifiziert und die PCR-Produkte mit dem TOPO TA Klonierungskit (Invitrogen,
San Diego, USA) kloniert. Ausgewlihlte Klone wurden sequenziert und die erhaltenen Sequenzen
mit dem im Softwarepaket ARB (Strunk et al. 200 I) enthaltenen Programm ARB_ALIGN einem
Alignment unterzogen. Die phylogenetische Analyse wurde entweder mit dem Softwarepaket
ARB oder dem Softwarepaket PAUP 4.0b8 durchgefiihrt.
Thermophile Anreicherungskultur mit Propan und Sulfat
Bei der thermophilen Anreicherungskultur waren alle zehn analysierten bakteriellen 16S rRNA-
Sequenzen identisch und die als K2.3 bezeichnete Klonsequenz (Abb. 6) zeigte die h6chste
Almlichkeit zu 16S rRNA-Genen aus D. thermocisternum (92,3%), Desulfotomaculum sp.
Stamm DSM 7476 (92,8%), D. thermobenzoicum (92,4%) und Desulfotomaculum sp. Stamm
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DSM 7475 (92,3%). AIle diese Spezies gehoren in die von Stackebrandt et al. (1997)
vorgeschlagene Untergruppe Ic und Id der Gattung Desulfotomaculum (Stackebrandt et al. 1997).
All diese Desulfotomaculum Arten besitzen ein Temperaturoptimum zwischen 55 und 68°C,
konnen aber keine Kohlenwasserstoffe verwerten (Min und Zinder 1990; Tasaki et al. 1991;
Widdel 1992; Love et al. 1993; Tanimoto und Bak 1994; Nilsen et al. 1996).
Aus derselben Anreicherungskultur wurden insgesamt 14 archaeaelle Klone niiher unter-
sucht, die in fiinf verschiedene Typen eingetei1t werden konnten. Eine Klonsequenz zeigte die
hochste Ahnlichkeit (99%) zu Thermococcus mexicalis, der aus dem Guaymas Becken isoliert
wurde (unverOffentlichte Daten). Die weiteren Klonsequenzen zeigten Ahnlichkeiten zu Eury-
archaeota-Sequenzen aus Tiefseehydrothermalquellen (Takai und Horikoshi 1999) und aus der
methanogenen Zone eines Aquifers, welches durch Kohlenwasserstoffe und chlorierte Losungs-
mittel kontaminiert wurde (Dojka et al. 1998).
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Abb. 6 Phylogenetische Verwandtschaft der aus der thennophilen Anreicherungskultur mit Pro-
pan erhaltenen Klonsequenzen (K2.3) zu anderen 16S rRNA-Genen aus Desulfotomaculum spp.
und ausgewahlten Gram-positiven Bakterien. E. coli fungierte als "Outgroup". Der Stammbaum
wurde mittels Distanzanalyse in PAUP* (Version 4.0b8) mit ,,Minimal Evolution" als Opti-
mierungskriterium und Maximum-Likelihood als Distanzmatrix berechnet. Der mit ,,Maximum-
Parsimony" berechnete Baum zeigte insgesamt die gleiche Topologie. Die Zahlen an den Ver-
zweigungen stellen die "Bootstrap"-Werte (> 50 %) sowohl der Distanzanalyse (erste Zahl) als
auch der Maximum-Parsimony-Analyse (zweite Zahl) ausgedriickt in Prozent dar. Der Gr6s-
senbalken entspricht 10 % an geschatzten Sequenzunterschieden.
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Mikrobielle DiversiHit in der mesophilen Anreicherungskultur mit Butan und Sulfat
Es wurden 27 Bakterien-Klone aus der mesophilen Anreicherungskultur mit Butan untersucht.
Archaea-Klone wurden nicht erhalten. Von den bakteriellen Klonen geh6rten 21 Sequenzen zu
den b-Proteobakterien und zeigten die groBten Ahnlichkeiten zu Sequenzen aus dem Desulfo-
sarcina/Desulfococcus-Cluster. Fiinf verschiedene 16S rRNA-Gen-Klone, von denen vollstfuldige
Sequenzen vorlagen, unterschieden sich nur in einigen Basenpaaren und wurden daher zusammen-
fassend als BmK bezeichnet (siehe Abb. 7). Sie besaBen die gr6Bte Sequenzahnlichkeit zu den
bereits etwahnten Klonsequenzen Eel-36elgl2 und Eel-BElb3 (92,1% und 91,8%) aus dem Eel
River Becken, wahrend die Ahnlichkeit zur 16S rRNA-Gensequenz des Isolates BuS5 90,9% be-
trug. Die der Klonsequenz BmK13 ahnlichsten 16S rRNA-Sequenzen waren die des Alkan ab-
bauenden, sulfatreduzierenden Bakteriums AKO 1 (91 %) (So und Young 1999) und eines endo-
symbiontischen Sulfatreduzierers (91,4%) aus Olavius algarvensis (Dubilier et ai. 2001). Die
restlichen Gensequenzen, die nicht zur b-Untergruppe der Proteobakterien gehorten, zeigten
.Ahnlichkeiten mit 16S rRNA-Genen aus bisher unkultivierten Bodenbakterien und zu Cytophaga
spp.
Keine der Klonsequenzen war mit der 16S rRNA-Sequenz des Stammes BuS5 identisch,
obwohl letztere ebenfalls zum Desulfosarcina/Desulfococcus-Cluster gehorte. Dies konnte da-
durch zu erklaren sein, daB eine nicht ausreichende Anzahl an Klonen analysiert oder die 16S
rRNA Gensequenz des Isolates im PCR-Ansatz nicht amplifiziert wurde.
Mikrobielle Diversitat in der thermophilen Anreicherungskultur mit Butan und Sulfat
Aus der thermophilen Anreicherung mit Butan wurden insgesamt 38 bakterielle und 26
archaeaelle-Klone naher untersucht. Nur zwei unterschiedliche bakterielle Klonsequenzen, die vier
Nukleotide voneinander abwichen, wurden erhalten. Reprasentativ wurde der Klon SRBButan60
phylogenetisch analysiert. Die Sequenz zeigte die h6chste .Ahnlichkeit mit der Klonsequenz
OPB78 (86,6 %), welche aus dem Obsidian Pool, einer heissen Quelle im Yellowstone National
Park (USA), erhalten wurde (Hugenholtz et aI., 1998). Die phylogenetische Analyse zeigte, daB
die Sequenz zum Thermodesulforhabdus/Desulfacinum-Cluster geh6rte (Abb. 7). Wahrscheinlich
stellt SRBButan60 eine neue Abstammungslinie innerhalb der Gram-negativen Sulfatreduzierer
dar. Die Archaea-Klonsequenzen zeigten ahnlich wie die in der thermophilen Anreicherungskultur
mit Propan eine h6here Diversitat als die bakteriellen Klonsequenzen. Sequenzahnlichkeiten gab
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es zu Thermococcus mexicalis (>99%), Thermococcus barossii (90%), Archaeoglobus profundus
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Abb. 7 Phylogenetische Verwandtschaft der aus der mesophilen bzw. therrnophilen Anreicherung
fUr Butan erhaltenen bakteriellen Klonsequenzen (Brnk und Brnk 13 bzw. SRBButan60) mit 16S
RNA-Genen aus anderen ()-Proteobakterien basierend auf 1256 Positionen. Vertreter der y-Pro-
teobakterien fungierten als "Outgroup". Der Starnrnbaurn wurde mittels Distanzanalyse in ARB
(Strunk et al. 2001) berechnet. Zur Bestimrnung der Signifikanz der Abzweigungen wurden so-
wohl fur die Distanzanalyse als auch fUr die Maximum-Parsimony-Analyse Bootstrap-Analysen
mitjeweils 1000 Wiederholungen mit dem Softwarepaket PAUP* (Version 4.0b8) durchgefiibrt.
Die Zahlen an den Abzweigungen stellen die Bootstrap-Werte ausgedriickt in Prozent der 1000
Wiederholungen dar. Sowahl die Bootstrap-Werte (>50%) der Distanzanalyse (erste Zahl) als
auch der Maximum-Parsimony-Analyse (zweite Zahl) sind angegeben. Der GroBenbalken ent-
spricht 10% an geschatzten Sequenzunterschieden.
2.2.3 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung mit Spezies-spezifischen Sonden
Urn die Haufigkeit der Desulfotomaculum-Sequenz in der Anreicherungskultur mit Propan
(60°C) und der Sequenz des Isolates BuSS in der Anreicherungskultur mit Butan (28°C) zu
iiberpriifen, wurden Spezies-spezifische Sanden konstruiert und diese in der Fluoreszenz-in situ-
Hybridisierung eingesetzt.
Haufigkeit der Desuljofomaculum-Klonsequenz in ZeBen der thermophilen
Anreicherungskultur mit Propan
Zwei fur die Sequenz des Klones K2.3 spezifische Sonden wurden in der Fluoreszenz-in sifll-
Hybridisierung verwendet. Nur mit einer dieser Sonden wurden gute Hybridisierungs-Ergebnisse
erzielt. Eine Quantifizierung mit der Sonde K2-3-190 ergab, daB die K2.3-Klonsequenz 92% aller
ZeBen in der thermophilen Anreicherungskultur mit Propan reprasentiert (Abb. 8). Somit ist der
DeslilfotomaclIllim-Smmm vermutlich auch das Bakterium, welches Propan 10 der
Anreicherungskultur anaerob oxidiert. Dies ist der erste eindeutige Hinweis darauf, daB auch
Vertreter der Gattung DeslI!fotomaclIllim Kohlenwasserstoffe als Substrate nutzen kennen. Es
wurden zwar einige thermophile DeslI!fotomaclIllim-Stamme aus Olfeldem angereichert oder
isoliert, jedoch wuchsen sie aBe nicht mit Kohlenwasserstoffen (Rosnes et al. 1991; Nilsen et aI.
1996; Leu et aI. 1998). In der vorliegenden Arbeit konnte jedoch kein Desu!fotomacullim-Stamm
aus der thermophilen Anreicherungskultur mit Propan in Reinkultur isoliert werden
Abb. 8 Epifluoreszenzaufnahme der thermophilen Anreicherungskultur mit Propan aus dem
Guaymas Becken. Die Bilder zeigen (A) mit DAPI gefarbte Zellen und (B) die mit der Sonde K2-
3-190 (CCC TTT CCT CCC CTT CCC) hybridisierten ZeBen. Die Fotos zeigen denselben
Bildausschnitt. GreBenbalken, S /lm.
Haufigkeit des sulfatreduzierenden Stammes BuSS in der mesophilen
Anreicherungskultur mit Butan
Zwei fur die 16S rRNA-Gensequenz des Smmmes BuSS spezifische Sonden wurden bei der
Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung eingesetzt (Sonden But5-620 und But5-476) und beide
lieferten gute Hybridisierungs-Ergebnisse. Dajedoch die Zellen wahrend des Wachstums Flocken
bildeten, war eine genaue Quantifizierung nicht moglich. Grob geschatzt ergaben 50% aller Zellen
ein positives Signal (Abb. 9). Das Ergebnis zeigt, daB ein in der Anreicherungskultur
dominierendes Bakterium isoliert wurde.
Abb. 9 Epifluoreszenzaufnahme der mesophilen Anreicherungskultur mit Butan aus dem
Guaymas Becken. Die Bilder zeigen (A) mit DAPI gefarbte Zellen und (B) die mit der Sonde
But5-620 (AAA CGC CCT TCC GGG GT) hybridisierten Zellen. Die Fotos zeigen denselben
Bildausschnitt. GroBenbalken, 5 11m.
2.3 Bedeutung des anaeroben Propan- und Butanabbaus
Hier wurde zum ersten Mal gezeigt, daB auch die unter Standardbedingungen gasformigen Alkane
Propan und Butan anaerob oxidiert werden konnen. Interessanterweise dominierten in den drei
charakterisierten Anreicherungen mit gasforrnigen Alkanen sulfatreduzierende Bakterien aus ver-
schiedenen phylogenetischen Gruppen, und zwar Vertreter aus der Gruppe Desli/josarcina/-
Desu/jococClis in der mesophilen Butananreicherung, Desll/jotomaculum spp. in der therrnophilen
Propananreicherung und Vertreter aus der Gruppe Thermodesu/jorhabdus/Desu/jacinllm in der
therrnophilen Butananreicherung.
An Stellen im Meeresboden, an denen therrnogen gebildetes Propan oder Butan austritt,
konnte dieses in anoxischen Zonen von sulfatreduzierenden Bakterien des hier entdeckten Typs
verwertet werden. Bei der phylogenetischen Charakterisierung der mikrobiellen Gemeinschaft in
Gashydraten aus dem Golf von Mexiko wurden durch 16S rDNA-Klonierung auch in dieser Un-
tersuchung Klonsequenzen der Desli/josarcina/Desu/jococcus-Gruppe gefunden (Lanoil et al.
2001). Diese Sequenzen zeigten die hochste Verwandtschaft zu dem Isolat BuS5 und zu den
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Klonsequenzen Eel-36e1gl2 und Eel-BE1b3 aus dem Eel River Basin (Orphan et al. 2001,
unverOffentlichte Daten), Zusatzlich deutete das 1sotopenverhaltnis (613C) von Propan in den
Gashydraten aus diesem Gebiet auf einen Verbrauch durch Mikroorganismen hin (Lanoil et aI,
2001). Der ProzeB der anaeroben Oxidation von Propan und Butan ist wahrschein1ich nicht nur
auf das Guaymas Becken beschdinkt, sondern konnte auch an anderen "Hydrocarbon Seeps" eine
Rolle spielen (Anderson et al. 1983; Homafius et al. 1999).
Propan und Butan konnten analog wie Hexan (Abb. 10) in denitrifizierenden und
sulfatreduzierenden Bakterien durch Addition an Fumarat aktiviert werden (Kropp et al. 2000;
Rabus et al. 2001). 1m Gegensatz zu Propan und Butan wurde Ethan in Anreicherungskulturen
unter den Bedingungen der Sulfatreduktion nicht verwertet. Vennutlich ware eine Aktivierung
dieses Substrates in einem analogen Mechanismus sehr schwierig, weil das Radikal an einem pri-
miiren Kohlenstoffatom erzeugt werden miiBte. Dies macht es wahrscheinlich, daB die Aktivie-
rung von Ethan durch Addition an Fumarat nicht moglich ist.
.....) + -_ .
Abb. 10 Mogliche Aktivierung von Propan oder Butan mit Fumarat.
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The initial enzyme of ethylbenzene metabolism in denitrifying Azoarcus strain EbNl, ethyl-
benzene dehydrogenase, was purified and characterized. The soluble periplasmic enzyme is
the first known enzyme oxidizing a non-activated hydrocarbon without molecular oxygen as
cosubstrate. It is a novel molybdenum/iron-sulfur/heme protein of 155 kDa, that consists of
three subunits (96, 43 and 23 kDa) in an a~y structure. The N-terminal amino acid sequence
of the a-subunit is similar to that of other molybdenum proteins such as selenate reductase
from the related species Thauera selenatis. Ethylbenzene dehydrogenase is unique in that it
oxidizes the hydrocarbon ethylbenzene, a compound without functional groups, to (S)-l-
phenylethanol. Formation of the product was evident by coupling to an enantiomer-specific
(S)-l-phenylethanol dehydrogenase from the same organism. The apparent Km of the enzyme
for ethylbenzene is very low at < 2 IlM. Oxygen does not affect ethylbenzene dehydrogenase
activity in extracts, but inactivates the purified enzyme, if the heme b cofactor is in the re-
duced state. A variant of ethylbenzene dehydrogenase exhibiting significant activity also with
the homologue n-propylbenzene was detected in a related Azoarcus strain (PbNl).
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Introduction
Three bacterial species capable of anaerobic degradation of the aromatic hydrocarbon ethyl-
benzene are known to date. All of these are denitrifying bacteria that belong to the genus
AzoarcZls of the ~-proteobacteria. For one of these strains, AzoarcZlS sp. EB-l, ethylbenzene
is the only known hydrocarbon utilized as growth substrate (Ball et al. 1996). The other two
strains utilize either ethylbenzene or an alternative hydrocarbon compound, namely toluene
(strain EbNl) or n-propylbenzene (strain PbNl) (Rabus and Widdel 1995). The proposed
pathway of anaerobic degradation of ethylbenzene by these bacteria is shown in Fig. 1. It is
initiated by a novel biochemical reaction, namely an oxygen-independent oxidation of ethyl-
benzene to (S)-l-phenylethanol. This intermediate is then further oxidized to acetophenone by
an alcohol dehydrogenase (Rabus and Widdel 1995; Ball et al. 1996; Rabus and Heider 1998;
Johnson and Spormann 1999). Activities of an ethylbenzene-oxidizing enzyme and an enantio-
specific (S)-l-phenylethanol dehydrogenase have been reported in cell extracts of strain EB-l
(Johnson and Spormann 1999), and a substrate-specific (S)-l-phenylethanol dehydrogenase
has been purified and characterized from strain EbNl 1• The intermediate acetophenone is
apparently further degraded via carboxylation to benzoylacetate to eventually yield benzoyl-
CoA and acetyl-CoA (Fig. 1; reviewed in Heider et al. 1999). The catabolic pathway of n-
propylbenzene in strain PbNl is supposed to be analogous to that of ethylbenzene, yielding
benzoyl-CoA and propionyl-CoA as intermediates (Rabus and Widdel 1995). Toluene
degradation in strain EbN 1 proceeds via a completely different pathway and involves the
formation of benzylsuccinate from toluene and fumarate as initial reaction (Biegert et al. 1996;
Beller and Spormann 1997; Rabus and Heider 1998)
In this report, we analyze the biochemical properties of the first enzyme of anaerobic
ethylbenzene metabolism, ethylbenzene dehydrogenase. The enzyme was purified and shown
to be a new periplasmic molybdenum/iron-sulfur/heme protein, which oxidizes ethylbenzene
stereospecifically to (S)-l-phenylethanol. We also provide evidence that the same enzyme
catalyses anaerobic oxidation of ethylbenzene and n-propylbenzene.
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Fig. 1 Proposed anaerobic degradation pathway of ethylbenzene in strain EbN1.
Fc+, ferricenium; Fc, ferrocene.
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Material and methods
Growth of bacteria and preparation of eell extracts
Strain EbNl was previously isolated from an enrichment culture on ethylbenzene by Rabus
and Widdel (Rabus and Widdel1995). Growth of the bacteria in 1 to 2 liter scale cultures was
performed as described previously (Rabus and Widdel 1995; Rabus and Heider 1998). Cells
were grown by subsequent transfer for at least 30 generations on the same substrate prior to
harvesting for the described experiments. Harvesting was performed anoxically while the cul-
tures were in the exponential growth phase. Fermenter cultures (200 liter) were set up as de-
scribed previously (Rabus and Heider 1998) and run in fed-batch mode with a growth limiting
and exponentially increasing feeding rate of nitrate and discontinuous supply of ethylbenzene.
Growth rates of 0.015 to 0.025 h- 1 and cell yields of 200 to 300 g (wet mass) per fermenter
were usually obtained. Extract preparation was usually performed aerobically. Cells (10 g, wet
mass) were suspended in 10 m1 of water and passed through a French pressure cell at 137
MPa. Cell debris and membranes were removed by ultracentrifugation (1 h at 100,000 x g).
Washed membrane fractions were prepared from the supernatant of a 20,000 x g centrifuga-
tion step, which was centrifuged at 100,000 x g for 1 h. The pellet was washed and
resuspended in the same volume of basal buffer [10 mM Tris-CI; 1 mM MgCh; 10 % glycerol;
pH 7.5]. For anaerobic extract preparation, all solutions were degassed and stored under
nitrogen, and all handling steps were performed in an anaerobic glove box as described earlier
(Rabus and Heider 1998). Strain PbN1 (Rabus and Widdel 1995) was grown in 2-1 bottles
under the same conditions as described for strain EbN1. The hydrocarbon substrates were
added to the cultures in an inert carrier phase (2,2,4,4,6,8,8-heptamethylnonane) containing
2% (v/v) ethylbenzene or 4 % (v/v) n-propylbenzene. Shortest doubling times of 10.5 h on
ethylbenzene and 12 h on n-propylbenzene were recorded.
Enzyme assays
Ethylbenzene dehydrogenase was routinely assayed in 100 mM Tris-Cl buffer (pH 7.5), con-
taining 0.2 mM ferricenium hexafluorophosphate as electron acceptor. Enzyme solution was
added and the reactions were started by adding ethylbenzene or n-propylbenzene (fmal con-
centration, 100 IlM) from saturated aqueous solutions, which contain 2 mM ethy1benzene
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(Dean 1992) or 1 mM n-propylbenzene (Mackay 1981). Decrease of absorption of the
ferricenium ion was followed at 290 nm (~E = 9,000 M- I cm- I). The tests were routinely per-
formed under aerobic conditions, since identical activities were observed in control tests under
anaerobic conditions. To assess the pH-optimum of ethylbenzene dehydrogenase, the enzyme
assay was also performed in sodium phosphate buffers within a pH range of 6.0-8.0.
Alternative assays for ethylbenzene oxidation were set up with dichlorophenol indophenol
(0.1 mM) as electron acceptor in the presence and absence of the redox mediator phenazine
methosulfate (0.05 mM). These tests were performed under anaerobic conditions as described
above, and were monitored for dichlorophenol indophenol reduction at 546 nm. Reversibility
of the ethylbenzene dehydrogenase reaction was tested under strictly anaerobic conditions in
100 mM Tris-Cl buffer (pH 7.5), containing 1 mM methyl viologen and 0.5 mM dithionite.
Oxidation of reduced methyl viologen was followed at 710 nm (E 2400 M- I,
cm- I ). After adding the enzyme, the reaction was started by adding 1 mM (S)-1-
phenylethanol. The same buffer was also used to assess the purified enzyme for possible
selenate reductase or nitrate reductase activities. In these cases, the reaction was started by
addition of 1 mM of the respective electron acceptor. (S)-l-Phenylethanol dehydrogenase
activity was assayed in 100 mM Tris-Cl buffer (pH 7.5), containing 2 mM MgCh, 0.5 mM
NAD, 1 mM (S)-l-phenylethanol and enzyme. Malate dehydrogenase activity was measured
in 100 mM potassium phosphate buffer (100 mM, pH 7) containing 0.25 mM NADH, 0.2
mM oxaloacetate and cell extract. Reduction of NAD+ or oxidation of NADH was followed
photometrically at 365 nm (E = 3.4 mM-I cm- I).
Enzyme purification
All column chromatography steps were performed in an anaerobic glove box with an FPLC
System (Pharmacia, Uppsala, Sweden). Extract of ethylbenzene-grown cells of strain EbN1
(20 m1 of a 100,000 g supernatant) was applied to a DEAE-Sepharose column (pharmacia;
diameter, 2.2 cm; volume, 50 ml), which had been equilibrated with basal buffer (2 mM Tris-
acetate buffer, pH 8.0 and 10 % (w/v) glycerol). The column was washed at a flow rate of 5 ml
min-I for 2 column volumes and eluted with a gradient from 0 to 50 mM KCl in basal buffer
over 500 ml. Fractions of7 ml were collected. Ethylbenzene dehydrogenase activity eluted in a
volume of 80 m1 between 40 and 50 mM KCl. A yield of 77 % and an enrichment factor of 20
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were obtained after this step (Table 3). The active fractions were applied on a cerannc
hydroxyapatite column (10 rnI; Bio-Rad, Hercules, CA), which had been equilibrated with
basal buffer. The column was washed with two volumes of basal buffer. A gradient over 100
ml was then applied from 0 mM to 300 mM K-phosphate, and fractions of 5 rnl were col-
lected. Enzyme activity eluted in a volume of 40 rnl when 160 to 250 mM K-phosphate was
applied. Active fractions were pooled, and ethylbenzene dehydrogenase was concentrated by
ammonium sulfate precipitation under anaerobic conditions (60 % saturation of ammonium
sulfate).
Separation of subcellular compartments
Cells of strain EbNl were grown and harvested as described above. Spheroplasts were formed
by using a modification of previous procedures (Michel and Macy 1990; Rech and Macy
1992). Freshly harvested cells (0.8 g wet mass) were resuspended in 64 rnl TS-buffer (30 mM
Tris-Cl; 30% sucrose, pH 8). EDTA (9 mM final concentration) and lysozyme (2.6 x 106 U)
were added, and the suspension was incubated on ice for 120 min to produce spherop1asts.
Periplasmic proteins were prepared by centrifugation of the spheroplast suspension for 30
min at 16,000 x g. Most of the periplasmic proteins were recovered in the supernatant,
whereas the pellet contained the intact spheroplasts. These were washed in TS-buffer, sus-
pended in 25 ml buffer (20 mM Tris-Cl; 10 mM MgCh; 10 % glycerol, pH 8) containing 10
mg DNase I and lysed by one passage through a French Press cell. The membrane and soluble
cytoplasmic fractions of the cell lysate were separated by centrifugation at 100.000 x g.
Other methods
Protein concentrations were determined according to Lowry (Coligan et al. 1999) or by the
Coomassie dye binding test (Coligan et al. 1999) with bovine serum albumin as standard, and
discontinuous SDS-PAGE was performed in 15 % (w/v) polyacrylamide gels according to
standard procedures (Coligan et al. 1999). Molecular mass standards were phosphorylase b,
bovine serum albumin, ovalbumin, lactate dehydrogenase, carbonic anhydrase, trypsin inhibi-
tor and lysozyme. Gels were analyzed by the ImageMaster® 1D Software (Amersham
Pharmacia Biotech, Uppsala, Sweden). UV-Visible spectra were recorded with a Lambda-2
photometer (Perkin-Elmer, Norwalk, CT). Cytochrome c content in subcellular fractions was
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analyzed and calculated as described (Smith 1978). The native molecular mass of ethylbenzene
dehydrogenase was determined by gel filtration on a calibrated Superdex 200 column
(Amersham-Pharmacia), and by analysis of purified enzyme on native polyacrylamide gels.
Gels containing five different polyacrylamide concentrations between 6 % and 8 % (w/v) were
used, and ovalbumin and the monomer, dimer, trimer, and tetramer bands of bovine serum
albumin were used as standards for a Ferguson plot (Coligan et al. 1999). Photometric quanti-
tation of molybdenum, tungsten (Clark and Axley 1955), iron (Lovenberg et al. 1963) and in-
organic sulfide (Beinert 1983) was performed by standard chemical techniques. Additionally, a
simultaneous determination of 32 elements in purified enzyme was performed by inductively
coupled plasma optical emission spectroscopy (ICP-OES), using a Jarrel Ash Plasma Comp
750 instrument at the center of Complex Carbohydrate Research, University of Georgia. For
protein microsequencing cell extract or purified enzyme was separated by SDS-PAGE and
blotted on a PVDF membrane (Pro Blott, Applied Biosystems, Weiterstadt, Germany) using a
Semi-Phor (Model TE77) semi-dry blotting device as described in Matsudeira (1987). Proteins
on PVDF-membrane were stained by Coomassie Blue R 250. The proteins were subjected to
Edman degradation microsequencing (Procise 492 Sequencer, Applied Biosystems) with
repetitive yields of> 96 %. Ferricenium hexafluorophosphate was synthesised following a
published procedure (Lehman et al. 1990); all other chemicals were from Fluka, Sigma




Ethylbenzene and n-propylbenzene dehydrogenase activities in strain EbNl
A photometric enzyme assay was developed for the first enzyme of anaerobic ethylbenzene
degradation of strain EbNI, ethylbenzene dehydrogenase. The artificial electron acceptors
dichlorophenol indophenol or phenazine methosulfate were tested without success for cou-
pling to ethylbenzene oxidation. However, significant activity of an ethylbenzene dehydro-
genase was detected in extracts of ethylbenzene-grown cells with the ferricenium cation as
electron acceptor. The assay was dependent on the amount of protein, and a pH optimum of
7.0 was determined. Identical activities were obtained under oxic and strictly anoxic condi-
tions, indicating that molecular oxygen is not required for ethylbenzene oxidation. No decrease
in activity was recorded when extracts were adjusted to pH 5.5 or to pH 9.0 prior to starting
the enzyme assay. Ethylbenzene dehydrogenase activity was exclusively detected in the solu-
ble fraction after 100,000 x g centrifugation; no activity was found in washed membrane frac-
tions. With untreated cell extracts, an ethylbenzene : ferricenium stoichiometry (ethylbenzene:
electron ratio) of 1 : 3.9 was determined, indicating that ethylbenzene is oxidized to aceto-
phenone in these assays. Assuming a stoichiometry of 1 : 4, the specific ethylbenzene oxida-
tion rate in 100,000 x g supernatants was 22 ± 4 nmol min-1 (mg proteinr1• This value is close
to a calculated minimum substrate degradation rate of28 nmol min-1 (mg proteinr1 required in
growing cells at the time of harvesting (doubling time 11 h). Very low ethylbenzene dehydro-
genase activity was recorded in extracts of cells grown on (8)-, (R)-, or racemic I-phenyletha-
nol, or on acetophenone, and none in benzoate-grown cells (Table 1). Clear activity was also
observed when ethylbenzene was replaced by n-propylbenzene in the assays with ethylben-
zene-grown cells, albeit only at about 15 % of the activity measured with ethylbenzene (Table
I).
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Table 1 Ethylbenzene dehydrogenase and n-propylbenzene dehydrogenase activities in
100,000 x g extracts of differently grown cells of Azoarcus sp. strains EbN 1 and PbNI. No
activity was measured in washed membrane fractions. The values are means of at least two
measurements; standard deviations were < 11 %. n. d. =not determined.




















Ethylbenzene and n-propylbenzene dehydrogenase activities in strain PbN1
Cells of strain PbNl, which were grown in 2-1 cultures on ethylbenzene or n-propylbenzene
were also tested for dehydrogenase activities for ethylbenzene and n-propylbenzene. Ethyl-
benzene-grown cells of strain PbN1 contained two times higher specific activities of ethylben-
zene dehydrogenase than observed in strain EbNl (Table 1). In extracts of strain PbNl, n-
propylbenzene was oxidized at a rate of 62-66% of that measured with ethylbenzene. If strain
PbN1 was grown on n-propylbenzene, the specific activity of the enzyme was slightly lower,
but the ratio of the rates with n-propylbenzene or ethylbenzene as substrates was nearly the
same as with ethylbenzene-grown cells (Table 1). These findings suggest that ethylbenzene
and n-propylbenzene are oxidized by a common enzyme. Specific activities for both sub-
strates were sufficient to explain the observed growth rates of strain PbN1 on either hydro-
carbon.
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Protein patterns of cells of strain EbN 1 and PbN 1 grown on different substrates
Ethylbenzene grown cells of strain EbNl contained large amounts of several substrate-induced
polypeptides, which were lacking in cells grown on l-phenylethanol, the next intennediate of
the metabolic pathway. The most prominent ethylbenzene-induced polypeptides visible in







Fig. 2 Protein patterns of strains EbNl and PbNI cells grown on different substrates.
Coomassie blue-stained SDS-polyacrylamide (12 % polyacrylamide; w/v) ge~ in which cell
extracts (40 ~g protein per lane) were separated. Substrate-induced polypeptides are indicated
by arrows. Apparent masses of the alkylbenzene-induced polypeptides were 96, 71, 44, 33,
24 and 23 kDa in strain EbNl, and 96, 73, 34, 24 and 23 kDa in strain PbNI. Substrate-in-
duced proteins in I-phenylethanol- and acetophenone-grown cells of strain EbNI had appar-
ent masses of 81, 76, 66 and 29 kDa (see Champion et al. 1999). Lanes: (1 - 3) strain PbNI
grown on ethylbenzene (I), n-propylbenzene (2) and benzoate (3); (4 - 7) strain EbNI grown
on ethylbenzene (4), (R,S)-l-phenylethanol (5), acetophenone (6) and benzoate (7). Sizes of
the marker proteins are in lane 8 indicated.
polypeptides were also observed in cells grown on I-phenylethanol or acetophenone, when
compared to benzoate-grown cells (Fig. 2), indicating sequential induction of the catabolic en-
zymes of anaerobic ethylbenzene metabolism. Extracts of ethylbenzene- or n-propylbenzene-
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grown cells of strain PbNI did not show any obvious difference in polypeptide patterns. Sev-
eral prominent substrate-induced polypeptides of identical sizes were observed in cells grown
on either hydrocarbon substrate, as compared to benzoate-grown cells (Fig. 2).
Stoichiometry and stereospecificity of ethylbenzene dehydrogenase
Proteins in extracts of ethylbenzene-grown cells of Azoarcus sp. strain EbN I were initially
separated by chromatography on DEAE-sepharose in 10 mM Tris-Cl buffer (pH 7.5). Under
these conditions, 100 % of ethylbenzene dehydrogenase activity was found in the flow-
through fractions. (R)- and (S)-I-Phenylethanol dehydrogenases from the cell extract were
retained on the column I, thus allowing complete separation of the first two enzymes of
ethylbenzene degradation. Using the separated enzymes, we determined whether the four-
electron oxidation of ethylbenzene to acetophenone, as detected in cell extracts, is catalyzed
by ethylbenzene dehydrogenase alone, or whether it depends on the subsequent (S)-I-
phenylethanol dehydrogenase reaction. Enzyme assays with ethylbenzene dehydrogenase
containing flow-through fractions, which are devoid of (S)-I-phenylethanol dehydrogenase,
showed an ethylbenzene : ferricenium stoichiometry of I : 2.3. The stoichiometry changed to
1 : 4.1 when the tests were supplied with NAD+ and purified (S)-I-phenylethanol dehydro-
genase l , and remained at I : 2.3 when the same experiment was performed in the absence of
NAD+. Therefore, ethylbenzene dehydrogenase catalyses a two-electron oxidation of ethyl-
benzene and stereospecifically produces (S)-I-phenylethanol, which is subsequently oxidized
to acetophenone by (S)-l-phenylethanol dehydrogenase in cell extract. The NADH generated
by the alcohol dehydrogenase is apparently re-oxidized by an NADH: acceptor oxidoreduc-
tase with ferricenium as electron acceptor.
Subcellular localization of ethylbenzene dehydrogenase
After generating spheroplasts from freshly harvested cells ofethylbenzene-grown strain EbNI
by lysozyme/EDTA treatment in isotonic Tris-CUsucrose buffer, 94% of the ethylbenzene
dehydrogenase was released into the medium (Table 2). The periplasmic marker protein cyto-
chrome c was also largely released in these experiments, as determined from difference spectra
(dithionite-reduced minus oxidized), whereas 93% of the cytoplasmic marker enzyme malate
dehydrogenase was retained in the spheroplasts (Table 2). Determination of (S)-I-phenyl-
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ethanol dehydrogenase activities in the subcellular fractions showed that 20 % of this enzyme
were released and about 80 % were retained in the spheroplasts (Table 2). This indicated that
ethylbenzene oxidation to (5)-l-phenylethanol occurs in the periplasm, whereas further oxida-
tion of (5)-l-phenylethanol to acetophenone occurs in the cytoplasm. This is corroborated by
the stoichiometries of ethylbenzene oxidation versus ferricenium reduction in the different
subcellular fractions. In cytoplasmic fractions, an ethylbenzene: ferricenium stoichiometry of
1 : 3.2 was determined, indicating coupling of the residual ethylbenzene dehydrogenase activ-
ity with (5)-l-phenylethanol dehydrogenase, whereas the periplasmic fractions showed an
ethylbenzene: ferricenium stoichiometry of 1 : 1.9.
Table 2 Subcellular distribution of ethylbenzene dehydrogenase in Azoarcus strain EbN 1.
Cells were grown anaerobically in the presence of nitrate and ethylbenzene. Specific activities
are given in units [1 nrnol substrate min't (mg proteinr l ]. Mean values of at least two meas-
urements are given; standard deviations were < 14 %.
Fraction Ethylbenzene-DH Malate-DH (5)-l-Phenylethanol-DH Cytochrome c
(units) (units) (units) nmol
(mg proteinr l
Periplasmic 75 2,400 19 1.9
Cytoplasmic 1.8 30,000 70 0.05
Purification of ethylbenzene dehydrogenase from strain EbN1
Because ethylbenzene dehydrogenase did not bind to DEAE-sepharose columns when 10 mM
Tris-Cl buffer (pH 7.5) was used, the elution buffer was changed to a chloride-free 2 mM
Tris-acetate buffer (pH 7.5). Under these conditions, the enzyme bound to the DEAE-column
and was then eluted from the column by a linear KCl gradient. Although enzyme activity in
extracts was not affected by air, enriched enzyme from the first column quickly lost activity
under oxic conditions. Therefore, purification of the enzyme was performed under anoxic con-
ditions, which resulted in typical yields of> 75 % and an enrichment factor of 20 after the
first column (Table 3). Chromatography on ceramic hydroxyapatite (Bio-Rad) was performed
as second purification step. The pooled enzyme eluted from the DEAE sepharose column was
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directly applied on this column and eluted by a linear K-phosphate gradient (pH 7.5). A
typical enrichment factor of 24 at a yield of 20 % was obtained after this step. The enzyme
was essentially pure after the second column, as shown by SDS-PAGE. A summary of the
purification scheme is given in Table 3.
Table 3 Purification of ethylbenzene dehydrogenase. A typical purification scheme is shown.
Volume Total activity Total protein Specific activity Yield Enrichment
[ml] [/lmol min'l] [mg] [nmol min'l mg'l] [%] [fold]
Extract 12 7,700 480 16 100% 1
oEAE-sepharose 80 5,920 19 312 77% 20
Hydroxyapatite 40 1,560 4 390 20% 24
Molecular properties of ethylbenzene dehydrogenase
Ethylbenzene dehydrogenase consists of three subunits of 96, 43 and 23 kDa, as revealed by
SDS-PAGE of the purified enzyme (Fig. 3). The apparent native molecular mass of the en-
zyme was determined as 155 ± 15 kDa by gel filtration and Ferguson plot analysis of native
polyacrylamide gels. These values are consistent with an assumed a~y composition of the
enzyme. The N-terminal amino acid sequences of the three subunits were determined from
enzyme that had been separated by SDS-PAGE. The N-terminus of the a subunit of purified
ethylbenzene dehydrogenase was blocked, whereas short sequences of the ~ and y subunits
were obtained. However, a sequence of the a subunit was obtained when the ethylbenzene-
induced 96 kDa polypeptide was cut out from blotted cell extracts and used for sequencing.
The N-terminal amino acid sequence of the a subunit (GTKAPGYASWEDIYRKEWKW
DKVN) was highly similar to that of other molybdoproteins, such as selenate reductase of T.
selenatis (63 % identity) or several nitrate reductases (e. g. 63 % identity with nitrate
reductase subunit 1 of Haloarcula marismortui). The sequences obtained for the other
subunits (~: xGPxxYLRP, and y: xKAKRVPGGKELLLDL) did not show significant matches
with known proteins.
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Additionally, molar contents of molybdenum, iron and acid-labile sulfide were deter-
mined in purified ethylbenzene dehydrogenase. Molybdenum content in ethylbenzene dehy-
drogenase was determined as 0.9 ± 0.1 mol (mol enzymer t by colorimetric assay, and as 1.2 ±
0.1 mol (mol enzymer1 by ICP-OES. Iron was determined chemically at a stoichiometry of 17
± 2 mol (mol enzymer1, compared to 16 ± 1 mol iron (mol enzymer t detennined by ICP-
OES. Finally, colorimetric analysis of acid-labile sulfide yielded 12 ± 4 mol S2- (mol en
zymer'. These values are consistent with the presence of one molybdenum, four [Fe4S4] clus-
ters, and one heme in ethylbenzene dehydrogenase, as previously reported for selenate reduc-
tase of T. selenatis (Schroder et al. 1997; Krafft et al. 2000). Other metals detected by ICP-
OES in significant amounts were Mg and Ca (2.5 moVmol each), but no further transition









Fig. 3 SDS-PAGE of active pools during purification of ethylbenzene dehydrogenase. Lanes:
(1) Marker proteins (sizes given on left margin); (2) crude extract (50 J-lg protein); (3) purified
enzyme (10 J-lg) after chromatography on hydroxyapatite.
Spectral properties of ethylbenzene dehydrogenase
UV-visible spectroscopic analysis of purified ethylbenzene dehydrogenase showed a complex
spectrum. The spectrum of the purified enzyme showed a shoulder around 400 nm, and in
addition distinct absorption maxima at 424,528 and 559 run, which indicated the presence of a
reduced heme b cofactor. After anaerobic oxidation of the enzyme by stoichiometric concen-
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trations of ferricenium hexafluorophosphate, the a and /3 peaks of the tentatively identified
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Fig. 4 uv-Vis spectrum of ethylbenzene dehydrogenase. A. Spectrum of purified enzyme
(protein concentration 0.94 mg mr1) directly after isolation under anoxic conditions (a), after
anaerobic oxidation with 15 11M of ferricenium hexafluorophosphate (b), after re-reduction of
ferricenium-oxidized enzyme with 10 11M ethylbenzene (c), and after vigorous reduction with
0.2 mM dithionite (d). For better visibility, spectra (b) to (d) were offset along the y-axis. B.
Difference spectrum of reduced enzyme (a) and ferricenium-oxidized enzyme (b).
The difference spectrum of reduced and oxidized enzyme was indeed indicative of the
presence of a heme b cofactor (Fig. 4). Addition of stoichiometric concentrations of ethylben-
zene to ferricenium-oxidized enzyme resulted in restoration of the spectrum of reduced en-
zyme (Fig. 4). The spectra of the substrate-reduced enzyme and the enzyme obtained from
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the final column were identical, suggesting that ethylbenzene dehydrogenase was purified in
the completely reduced form. Treatment of the reduced enzyme with 0.2 mM dithionite did
not result in further reduction of the heme cofactor, but resulted in further bleaching of the
absorption between 400 and 500 nm (Fig. 4). This is indicative of the presence of iron-sulfur
clusters in ethylbenzene dehydrogenase. These clusters are obviously not completely reduced
by the substrate and need a strong chemical reductant such as dithionite for being entirely re-
duced. The heme content of the enzyme was determined as 0.95 mol/mol from dithionite-re-
duced enzyme, using an E of 34.7 mM-1 cm- I for the a-band (Hanlon et al. 1996).
Catalytic properties of ethylbenzene dehydrogenase
Purified ethylbenzene dehydrogenase catalyzed the ferricenium-dependent oxidation of
ethylbenzene to (S)-l-phenylethanol. The specific activity recorded for purified enzyme cor-
responds to a very low catalytic number of 1.2 S-I, a similar value as recorded for benzoyl-
CoA reductase and phenylacetyl-CoA: acceptor oxidoreductase from Thauera aromatica (Boll
and Fuchs 1995; Rhee and Fuchs 1999). Ethylbenzene dehydrogenase activity was already
saturated at extremely low ethylbenzene concentrations, which prevented the accurate
determination of the Km value for ethylbenzene. An approximation of < 2 JlM for the Km
value was derived from the residual substrate concentration under half-saturating turnover
conditions (for estimation see Fig. 5). About 15% of the activity recorded with ethylbenzene
was obtained when n-propylbenzene was used as substrate. The ratio of activities with the
two substrates did not significantly change between cell extract and purified enzyme. Other
aromatic substrates, such as toluene, p-cymene, phenylacetate, (R,S)-I-phenylethanol or 2-
phenylethanol, were not oxidized by ethylbenzene dehydrogenase. The potential of ethylben-
zene dehydrogenase to catalyze the reversed reaction was tested by an anaerobic enzyme as-
say with reduced methyl viologen as electron donor and (S)-I-phenylethanol as starting sub-
strate. No reduction of (S)-l-phenylethanol to ethylbenzene was detected by this test,
suggesting that the reaction of ethylbenzene dehydrogenase is irreversible under physiological
conditions. Ethylbenzene dehydrogenase did also not catalyze methyl viologen dependent















Fig. 5 Half-maximal activity of ethylbenZene dehydrogenase. A photometric assay was per-
formed recording the reduction of ferricenium at 290 nm (initial ferricenium concentration: 200
J.lM). The reaction was started by addition of ethylbenzene (15 J.lM). The horizontal arrow
marks the time point when the rate of absorbance decrease was half-maximal. The corre-
sponding residual concentration of ethylbenzene was calculated from the absorbance difference
offerricenium (M) between this time point and the end of the reaction.
Inhibition of ethylbenzene dehydrogenase
Ethylbenzene dehydrogenase was not inhibited in assays containing Na-azide or Na-cyanide
(l mM each). Addition of cyanide to assay buffer caused a strong non-enzymatic background
reaction, probably by sequestering iron from the ferricenium into a cyanide complex, but en-
zyme activities were still reliably measurable after starting with ethylbenzene. Whereas ethyl-
benzene dehydrogenase activity in cell extracts was not affected by aerobic extract preparation
and incubation in air for up to 12 hours, purified enzyme, which was apparently in the re-
duced state (see above), was irreversibly inactivated by incubation in air with a half-life time
of 7 min. This inactivation was efficiently prevented by addition of the artificial electron
acceptor ferriceniwn hexafluorophosphate (1 mM) to the enzyme preparations. Under these
conditions, > 90 % of enzyme activity were still present after 2 h, and> 70 % after 6 h incu-
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bation in air. Since ferricenium has been shown to convert the heme cofactor of ethylbenzene
dehydrogenase to the oxidized fonn, it can be concluded that the reduced heme is most likely
responsible for inactivation by oxygen. The enzyme is probably held oxidized in cell extracts
by natural electron acceptors and acquires oxygen sensitivity when these electron acceptors
are removed during purification.
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Discussion
The pathway of anaerobic ethylbenzene metabolism is initiated by two consecutive two-elec-
tron oxidation steps of ethylbenzene to (S)-l-phenylethanol and further to acetophenone
(Rabus and Widdel 1995; Ball et al. 1996; Rabus and Heider 1998). In this study, we analyzed
the first enzyme of the predicted pathway, ethylbenzene dehydrogenase. To our knowledge,
ethylbenzene dehydrogenase is the first described enzyme which catalyses oxygen-
independent hydroxylation of a hydrocarbon, viz. of an apolar compound without functional
groups. Enantiomer specificity of ethylbenzene dehydrogenase was demonstrated by coupling
the reaction to that of purified (S)-I-phenylethanol dehydrogenase. This matches the product
previously reported for a different Azoarcus strain (Johnson and Spormann 1999). Ethylben-
zene dehydrogenase was specifically induced in cells grown anaerobically on ethylbenzene,
and only very low activities were measured in cells grown on I-phenylethanol or acetophe-
none. Three of the ethylbenzene-induced polypeptides described in this study showed identi-
cal molecular masses as the subunits of ethylbenzene dehydrogenase (96, 43, and 23 kDa).
Cells of the ethylbenzene-metabolizing strain EbNl contained an enzyme exhibiting n-
propylbenzene dehydrogenase activity at 15% of the specific activity measured with ethyl-
benzene. In contrast, cells of the ethylbenzene- and n-propylbenzene-metabolising strain
PbNl contained an enzyme exhibiting high activity with either ethylbenzene or n-propylben-
zene. Similar ratios of activity with the two hydrocarbons in cells grown on either substrate
strongly suggest that the same enzyme is used for metabolism of ethylbenzene and n-propyl-
benzene. This assumption is supported by the apparent identity of the polypeptide patterns
of ethylbenzene- and n-propylbenzene grown cells. Ethylbenzene dehydrogenase did not
show any activity with toluene as substrate, which is consistent with previous observations
that strain EbNl catabolises toluene via a completely different pathway, namely the addition
of the methyl group to fumarate (Biegert et al. 1996; Beller and Spormann 1997; Heider et al.
1999).
The present data suggest that ethylbenzene oxidation occurs in the periplasm, whereas
the product, (S)-I-phenylethanol is further oxidized in the cytoplasm, as evident from the use
of NAD+ as electron acceptor. It is unknown presently whether and how I-phenylethanol is
transported into the cytoplasm. A passive diffusion of I-phenylethanol as a hydrophobic
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compound via the cytoplasmic membrane appears principally possible. The advantage of a
periplasmic location of ethylbenzene dehydrogenase for the organism is unknown. One may
speculate that scavenging of the poorly water-soluble ethylbenzene is more effective outside
of the cytoplasmic membrane. The low Kill value « 2 11M) of ethylbenzene dehydrogenase
supports the assumption that the capacity of the enzyme for effective substrate binding is an
important factor in the metabolism of this hydrocarbon.
Even though the redox potential of the I-phenylethanol/ethylbenzene couple is around
+0.03 V relative to standard hydrogen electrode (estimated from thennodynamic data of other
hypothetical alcohol/hydrocarbon couples), ethylbenzene oxidation was only observed in this
study with an electron acceptor of significantly higher redox potential (Fc+/Fc, EO = +0.38 V).
One may assume that redox centers in the enzyme as well as the natural electron acceptor have
high redox potentials to achieve reasonable oxidation rates with the relatively inert hy-
drocarbon substrate. Redox centers of high midpoint potential in the enzyme may offer a pos-
sible explanation for the observed irreversibility of ethylbenzene dehydrogenation, even in
tests with strongly reducing electron donors (e.g., MV+/MV, EO = -0.446 V). Since ethylben-
zene dehydrogenase is a periplasmic enzyme, a possible natural acceptor in the Azoarcus
strains could be cytochrome c. The properties of ethylbenzene dehydrogenase from strain
EbN 1 are in contrast to the recently reported benzoquinone-dependence of ethylbenzene oxi-
dation in strain EB-l. Reaction rates in this strain were threefold lower than those reported
here, and the enzyme was membrane-associated and not induced in ethylbenzene-grown cells
(Johnson and Sponnann 1999). Apparently, there are different types of ethylbenzene dehy-
drogenases in different strains of denitrifiers.
Ethylbenzene dehydrogenase is a new molybdenum/iron-sulfur/heme enzyme, which is
composed of three subunits. In analogy to other known three-subunit molybdoenzymes, it
may be assumed that the a-subunit contains the molybdenum cofactor, whereas the ~­
subunits carries the Fe/S clusters, and the y-subunit the heme cofactor. The enzyme, which is
most similar to ethylbenzene dehydrogenase with respect to subunit composition, cofactor
content and location is presumably the recently characterized selenate reductase from a closely
related species, T sefentltis (Schroder et al. 1997; Krafft et al. 2000). However, ethylbenzene
dehydrogenase did not catalyze reduction of selenate or nitrate. Another recently characterized
molybdoprotein, phenylacetyl-CoA : acceptor oxidoreductase from T aromatica, catalyses a
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similar dehydrogenation reaction with a polar aromatic substrate, but this enzyme is mem-
brane-bound, devoid of a heme cofactor, and apparently catalyses the four-electron oxidation
of phenylacetyl-CoA to phenylglyoxylate, with coupling to quinones and without release of
intermediates (Rhee and Fuchs 1999).
A striking finding is the discrepancy between the stability of ethylbenzene dehydro-
genase under air in cell extracts and the fast inactivation of the purified enzyme by oxygen. We
showed that the enzyme becomes relatively insensitive to air by anaerobic oxidation of the
heme b cofactor, suggesting that the fully reduced heme in the enzyme may generate damaging
oxygen metabolites. In cell extract, ethylbenzene dehydrogenase is probably kept oxidized by
interaction with its natural electron acceptor and only becomes reduced when the electron ac-
ceptor is removed during purification.
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The initial steps in the anaerobic oxidation of the aromatic hydrocarbon ethylbenzene by deni-
trifying bacteria are two sequential dehydrogenation reactions of ethylbenzene to (S)-l-
phenylethanol and further to acetophenone. The enzyme catalysing the second oxidation step,
(S)-l-phenylethanol dehydrogenase, was analysed in the denitrifying bacterium Azoarcus sp.
strain EbNl. An NAD+-dependent l-phenylethanol dehydrogenase for each of the enanti-
omers of l-phenylethanol was identified in this bacterium; the two enzymes were induced
under different growth conditions. (S)-l-phenylethanol dehydrogenase from ethylbenzene-
grown cells was purified and biochemically characterised. The enzyme is a typical secondary
alcohol dehydrogenase and consists of two subunits of 25.5 kDa. The enantioselective enzyme
catalyses the oxidation of (S)-l-phenylethanol or the reduction of acetophenone and is
inhibited by high concentrations of (R)-l-phenylethanol. The enzyme exhibits low apparent
Km values for (S)-l-phenylethanol and acetophenone and is rather substrate-specific, using
only a few chemically similar secondary alcohols, such as l-phenylpropanol and isopropanol.
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Introduction
Three denitrifying Azoarcus sp., strains EbNl, PbNl and EB-l, are known to degrade the
aromatic hydrocarbon ethylbenzene as sole carbon source and electron donor in the absence of
oxygen (Rabus & Widdel 1995; Ball et al. 1996). Whereas strain EB-l utilises ethylbenzene as
the only aromatic hydrocarbon (Ball et al. 1996), strain PbNl grows with either ethylbenzene
or n-propylbenzene, and strain EbNl with either ethylbenzene or toluene (Rabus and Widdel
1995). The degradation pathway of toluene in strain EbNl is identical to that used by other
anaerobic toluene-degrading bacteria and involves the formation of benzylsuccinate from tolu-
ene and fumarate as the first step (Rabus and Heider 1998, Heider et al. 1999). However, an-
aerobic degradation of ethylbenzene (and n-propylbenzene) proceeds via a completely differ-
ent pathway in all known denitrifying strains (reviewed in Heider et aI. 1999). Ethylbenzene
catabolism is initiated by an oxygen-independent oxidation of the methylene group to yield 1-
phenylethanol, which is further oxidised to acetophenone (Rabus and Widdel 1995, Ball et al.
1996; Rabus and Heider 1998; Champion et al. 1999; Johnson and Spormann 1999). Further
degradation of acetophenone apparently involves carboxylation to benzoylacetate, activation
to the thioester and thiolytic cleavage, yielding acetyl-CoA and benzoyl-CoA as intermediates
(Fig. 1; Ball et al. 1996; Champion et al. 1999). The first two steps of anaerobic ethylbenzene
degradation in Azoarcus sp. strain EB-l were recently investigated in more detail (Johnson and
Spormann 1999). Whereas the enzymes involved have not been purified and characterised,
stereospecific formation of (S)-I-phenylethanol as intermediate was reported, and the pres-
ence of an (S)-I-phenylethanol dehydrogenase was detected in extracts of ethylbenzene-grown
cells of strain EB-l (Johnson and Spormann 1999).
A number of (S)- and (R)-I-phenylethanol dehydrogenases have been characterised to
date from different microbial sources, together with some other enzymes of biotechnological
interest for specific production of the (S)- or (R)-enantiomers of l-phenylethanol. For exam-
ple, NADP+-dependent (R)-l-phenylethanol-dehydrogenases were purified from
Lactobacillus species (Hummel 1990; 1997; 1999). These enzymes belong to the short-chain
family of alcohol dehydrogenases, whereas another purified NAD+·dependent (S)-l-phenyle-
thanol-dehydrogenase from Rhodococcus erythropolis belongs to the medium chain, Zn2+-con-
taining alcohol dehydrogenases (Hummel 1997). NAD+-dependent (S)- and (R)-I-phenyletha-
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nol dehydrogenase activities were also found in crude extracts of an Arthrobacter sp. grown
aerobically on racemic 1-phenylethanol, but the enzyme(s) were not purified and characterised
further (Cripps et al. 1978). Stereospecific reduction of acetophenone to (S)-l-phenylethanol
is also catalysed as a side reaction by a phenylacetaldehyde reductase from a Corynebacterium
sp. (Hoh 1997) and by a "carbonyl reductase" from Candida parapsilosis (Peters 1993). Fi-
nally, a naphthalene dioxygenase from a Pseudomonas sp. is known to catalyse the non-spe-
cific oxidation of ethylbenzene via (S)-l-phenylethanol and acetophenone to 2-hydroxyaceto-
phenone (Lee and Gibson 1996).
In this communication, we report the presence of 1-pheny1ethanol dehydrogenases in
cells of Azoarcus sp. strain EbN1 grown anaerobically on ethylbenzene and different interme-
diates of the postulated metabolic pathway. An (S)-1-pheny1ethanol dehydrogenase appar-
ently catalysing the second step of anaerobic ethylbenzene metabolism was purified and fur-
ther characterised. The enzyme should also provide a source of auxiliary enzyme to reconsti-































Fig. 1 Proposed catabolic pathway of ethylbenzene. Enzymes: (I) ethylbenzene dehydro-
genase; (2) (S)-l-phenylethanol dehydrogenase; (2A) (R)-l-phenylethanol dehydrogenase; (3)




Cell growth and preparation of extract
Denitrifying Azoarcus sp. strain EbN1 was isolated by Rabus and Widde1 (1995) from a
freshwater enrichment culture on ethy1benzene. Bacteria were grown in 1-2-1 cultures as de-
scribed previously (Rabus and Widdel 1995; Rabus and Heider 1998). These were harvested
anoxically during the exponential growth phase at OD values of 0.30 to 0.34. Cultures on
ethylbenzene were also grown in fed-batch mode in a 200-1 fennenter, which allowed expo-
nential growth up to optical densities of 2.0. Nitrate was fed continuously from a 1.5 M
NaNO) stock solution with an exponentially increasing and growth-limiting rate, and ethyl-
benzene portions of 0.4 mol were discontinuously supplemented when the optical density of
the culture increased by 0.4. Some experiments were also perfonned with cells harvested in the
stationary phase, either from small scale experiments (OD values of 0.41 to 0.45) or from a
fennenter run which was stopped feeding at an OD of 1.5. For extract preparation, 10 g (wet
mass) ofcells were suspended in 20 ml of basal buffer [25 mM TrislHCI pH 8, 2 mM MgCI2,
0.2 mM dithioerythritol, 10 % (w/v) glycerol]. Cells were lysed by two passages through a
French pressure cell at 137 MPa. Cell debris and membranes were removed by ultracentrifuga-
tion (1 h 100,000 x g). Enzyme activities in aerobically and anaerobically prepared extracts
reported in this communication were identical, and enzyme activity was not affected when
dithioerythritol or MgCh were omitted from the buffer.
Enzyme assays
Activity of (R)- and (S)-l-phenylethanol dehydrogenase was measured at 30°C in 100 mM
Tris-Cl buffer (pH 8) containing 2 mM MgCh and 0.5 mM NAD+. Extract or column frac-
tions (10 to 50 ~l per ml assay) were added, and the reaction was started by addition of 1 mM
substrate. For assaying the reverse reaction, NAD+ was replaced by NADH and the reaction
was started with 1 mM acetophenone. To detennine reaction stoichiometries, (S)-l-phenyl-
ethanol or acetophenone were added in low concentrations to the assays (40 ~M each) and
were allowed to react to completion. The stoichiometries were calculated from the applied
substrate concentrations and the corresponding changes in pyridine nucleotide concentrations.
To assess the pH optimum of purified (S)-1-pheny1ethanol dehydrogenase, the enzyme test
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was performed in the following buffers (100 mM each): citric acidlNa2HP04 (pH 3.5 - 6.0),
Na-phosphate buffer (pH 6.0 - 8.0 ), and boric acidlNaOH buffer containing 100 mM KCl
(pH 8.0 - 9.0). For determination of the reaction kinetics, the concentration of one substrate
was varied, while the other was provided at a constant concentration (.dO x Km). The range of
substrate concentrations used was 1 - 30 JlM for I-phenylethanol and acetophenone, 10 - 500
JlM for NAD+ and 0.6 - 10 JlM for NADH.
Purification of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase
All purification steps were performed under oxic conditions at 6°C. Extract of cells of strain
EbNl grown on ethylbenzene (12 ml of a 100,000 x g supernatant) was applied to a DEAE-
Sepharose column (Pharmacia; diameter, 2.2 cm; volume, 30 ml), which had been equilibrated
with basal buffer. The column was washed with the same buffer at a flow rate of 1 ml min-I
for 4 column volumes. The column was eluted with a step gradient to 30 mM KCl, and a
subsequent linear gradient from 30 to 200 mM KCl in basal buffer over 170 ml. Fractions of 5
ml were collected, and the activities of (S)- and (R)-l-phenylethanol dehydrogenase were
monitored. (S)-l-Phenylethanol dehydrogenase activity eluted between 40 and 90 mM KCI,
whereas (R)-l-phenylethanol dehydrogenase activity eluted between 65 and 95 mM KCl. The
fractions eluting between 40 and 60 mM KCI contained only (S)-l-phenylethanol dehydro-
genase activity and were combined. The obtained pool of 50 rnl contained 36 % of the total
(S)-l-phenylethanol dehydrogenase activity and was used for further purification. Ammonium
sulfate was added to a final concentration of 1 M, and the solution was applied to a TSK-
butyl-fractogel column (Merck; 1.6 cm diameter; 15 rnl volume) equilibrated with basal buffer
containing 1 M ammonium sulfate. The column was washed with 70 ml of the same buffer and
eluted with a step gradient to 0.5 M ammonium sulfate and a subsequent linear gradient from
0.5 to 0 M ammonium sulfate in basal buffer over 6 column volumes. Fractions of 3 rnl were
collected. (S)-l-Phenylethanol dehydrogenase activity eluted from the column after the end of
the gradient during washing with basal buffer in a volume of 12 ml, corresponding to 19 % of
the initial activity. The active fractions were pooled and concentrated by ultrafiltration with an
exclusion limit of 30 kDa (Amicon 8400, with a PM-30 membrane). No loss of activity was
recorded during the concentration step. Small aliquots (200 Jll) of the concentrated major pool
of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase activity were further purified by gel filtration on a
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Superose 6 column (Phannacia; I cm diameter; 20 ml volume). The column, which was
simultaneously used to detennine the molecular mass of the native enzyme, was calibrated
with ferritin (440 kDa), catalase (232 kDa), alcohol-dehydrogenase (150 kDa), bovine serum
albumin (67 kDa), ovalbumin (43 kDa ) as molecular mass markers. Exclusion and inclusion
volumes were detennined with blue dextran and vitamin B 12, respectively. The column was
equilibrated and eluted with basal buffer containing 100 mM NaCI at a flow rate of 0.2 ml min-
I, and fractions of 0.4 ml were collected. (S)-l-phenylethanol dehydrogenase eluted after 16.25
ml in a volume of 1.6 ml. Active fractions from this step were pooled, concentrated and stored
at -70 °C.
Other methods
Protein concentrations were detennined by the Coomassie-dye binding method with bovine
serum albumin as standard, and discontinuous SDS-PAGE with 11 % (w/v) polyacrylamide
gels was perfonned according to standard procedures (Coligan et al. 1999). Molecular mass
standards were phosphorylase b, bovine serum albumin, ovalbumin, lactate dehydrogenase and
carbonic anhydrase. Purified enzyme (60 Ilg) was separated by two-dimensional gel elec-
trophoresis, using the Immobiline Dry Strip system (linear pH gradient 3 to 10, 11 em;
Pharmacia) for the first dimension according to the manufacturer's protocol. The focused pro-
teins in the gel strips were then separated in the second dimension by discontinuous SDS-
PAGE as described above. For protein microsequencing, purified enzyme was blotted on a
PVDF membrane (ProBlott; Applied Biosystems) after gel electrophoresis using a semi-dry
blotting device (Semi-Phor TE77; Amersham Pharmacia Biotech) as described by Matsudaira
(1982). Amino acid sequences were obtained via Edman-degradation (Procise 492 Sequencer;




l-Phenylethanol dehydrogenase isoenzymes in cells of strain EbNl
Cell extracts of strain EbNl grown on ethylbenzene and harvested during the exponential
growth phase were tested for the presence of NAD+- or NADP+-coupled l-phenylethanol
dehydrogenases. Activity was only observed in assays with NAD+ as electron acceptor, not
with NADP+. Enzyme activity was observed with both enantiomers of l-phenylethanol, and
no reaction occurred with the primary alcohol, 2-phenylethanol (data not shown). A specific
activity of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase of 67 nmol min-I (mg proteinr l was recorded,
whereas the same extracts oxidised (R)-l-phenylethanol at a l2-fold lower rate (Table 1).
Ethylbenzene-grown cells harvested in the stationary phase contained similar specific activi-
ties for (S)-l-phenylethanol, but twofold increased activities of (R)-l-phenylethanol dehydro-
genase, compared to cells harvested in the exponential growth phase (Table 1).
Furthennore, enzyme activities were examined in extracts of cells grown on assumed
intermediates of the ethylbenzene metabolism in strain EbNl. Cells grown on (R)- or (S)-l-
phenylethanol, or acetophenone, contained (S)-l-phenylethanol dehydrogenase of similar spe-
cific activity as ethylbenzene-grown cells: the values were almost identical in (S)-l-phenyle-
thanol-grown cells and were only slightly decreased in the other cell batches tested. However,
the specific activity of (R)-l-phenylethanol dehydrogenase was drastically increased in all
these cell extracts, even those grown on the (S)-enantiomer (Table 1). The presence of a highly
efficient inducible isoenzyme for (R)-l-phenylethanol oxidation is consistent with a relatively
short doubling time of 8 h for growth on (R)-l-phenylethanol, compared to 11 h for growth on
ethylbenzene, and 13 h on (S)-I-phenylethanol. Almost no activity of either l-phenylethanol
dehydrogenase isoenzyme was present in extracts of benzoate- or acetate-grown cells (Table
1).
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Table 1 I-Phenylethanol dehydrogenase activities in cells of strain EbN1 grown anaerobically
with different organic substrates. Mean activities of at least two measurements are shown; the
obtained standard deviations were < 10 %.





Ethylbenzene (exponential) 6 67





Benzoate 3 < 0.1
Acetate 4 < 0.1
Purification of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase
Proteins in extracts of ethylbenzene-grown cells were separated by chromatography on
DEAE-sepharose, and the activities of (S)- and (R)-l-phenylethanol dehydrogenases were
monitored in the eluate fractions. Enzymes oxidising the different 1-phenylethanol enan-
tiomers were separated by this chromatographic step. Most of the (S)-l-phenylethanol de-
hydrogenase activity eluted between 40 and 60 mM KCI with 36 % yield, and a mixture of
(R)- and (S)-l-phenylethanol dehydrogenase eluted between 65 and 95 rnM KCI with 130 %
(apparent) yield of the (R)-specific isoenzyme and 21 % yield of the (S)-specific isoenzyme.
The small amount of (R)-l-phenylethanol dehydrogenase was not purified further. Purification
of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase was continued with the fractions containing the
enzyme without contamination by (R)-l-phenylethanol dehydrogenase. These were pooled,
mixed with ammonium sulfate to a concentration of 1 M and separated by chromatography on
a TSK-butyl-fractogel column. (S)-I-Phenylethanol dehydrogenase eluted between 20 and 0
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mM ammonium sulfate with a yield of 19%. The active fractions were pooled and concen-
trated by ultrafiltration; they appeared> 90% pure after SDS-PAGE (Fig. 2).
- 97 kDa
.. - 67 kDa




1 2 3 4 5
Fig. 2 SDS-PAGE of protein fractions containing (S)-I-phenylethanol dehydrogenase activity
obtained during purification of the enzyme. An 11% (w/v) polyacrylamide gel is shown that
was stained with Coomassie blue. Lanes: (1) cell extract; (2) pooled fractions from DEAE se-
pharose chromatography; (3) pooled fractions from butyl-TSK chromatography; (4) pooled
fractions from gel filtration; (5) molecular mass markers. The masses of marker proteins are
indicated in the right margin.
An aliquot was applied on a Superose-6 gel filtration column. Active fractions from this step
were pooled, concentrated and stored at -70°C. The gel filtration step caused some loss of
activity and reduced the yield considerably, but removed the last minor contaminants (Fig. 2).
The enzyme was 83-fold enriched and essentially pure after these three chromatographic
steps. A summary of the purification procedure is given in Table 2.
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Table 2 Purification of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase. Note that actual yield values and
corrected yield values (in brackets) are given. The corrected values include the amounts of en-
zyme in side fractions that were not used for subsequent purification steps.
Purification Volume Total activity
step [ml] [Ilmol min-I]
Total protein Specific activity Yield Enrichment
[mg] [!lmol min-I mg- I] [%] [-fold]
Extract 12 29 623 0.046 100 1
DEAE-
sepharose 50 10.5 23 0.46 36 (57) 10
Butyl-
fractogel 12 5.5 1.8 3.1 19 (35) 67
Gel filtration 1.6 0.3 0.07 3.8 1 (11) 83
Molecular and catalytic properties of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase
(S)-l-Phenylethanol dehydrogenase from ethylbenzene-grown cells consisted of a single
subunit of 25.5 ± 0.5 kDa and exhibited a pI of 6.6, as revealed by SDS-PAGE and two-di-
mensional gel electrophoresis (data not shown). The N-terminal sequence of the subunit was
determined and compared with the protein sequence database. It was most similar to several
short-chain alcohol dehydrogenases, which typically catalyse the oxidation of secondary al-
cohols (Fig. 3). The apparent native molecular mass of the enzyme was 50 ±5 kDa, as deter-
mined by gel filtration. From the values obtained with purified enzyme, an a2 (homodimer)
composition can be assumed, as typically found for short-chain alcohol dehydrogenases. UV-
visible spectroscopic analysis of the purified enzyme showed an absorption maximum at 280
nm with a shoulder at 290 nm, possibly originating from tryptophan residues, but no further
absorption characteristics at longer wavelengths. The determined absorption coefficient at 280




























Fig. 3 N-terminal amino acid sequence of (S)-I-phenylethanol dehydrogenase. The N-terminal
sequence of (S)-I-phenylethanol dehydrogenase is given in the first line, those of the most
similar proteins found in the data base are shown for comparison. Identical and chemically
similar amino acids are printed in bold. Abbreviations for species names: Zm, Zymomonas
mobilis; Bm, Bacillus megaterium; At, Arabidopsis thaliana; Ta, Thermoplasma acidophilum;
Pp, Pseudomonas putida; Rsp, Rhodococcus species; Bt, Bacillus thermoleovorans. Abbrevia-
tions for enzymes: 3-0A-ACPR, 3-oxoacyl-ACP reductase; GDH, glucose I-dehydrogenase;
ADH, short-chain alcohol dehydrogenase; DHD-DH: cis-dihydrodiol-dehydrogenase. Num-
bers indicate the positions of the first and last amino acids in the proteins. Database accession
numbers are given in brackets.
The purified enzyme catalysed the NAD+-dependent oxidation of (S)-I-phenylethanol
as well as the NADH-dependent reduction of acetophenone. The apparent pH optimum of
the forward reaction was at pH 8.0, whereas the optimum for acetophenone reduction activity
was at pH 4.0. Substrate-limited assays of the forward and reverse reactions yielded an (S)-l-
phenylethanol : NAD+ stoichiometry of 1.1 and an acetophenone: NADH stoichiometry of
0.7. Linear Lineweaver-Burk plots were obtained with up to 500 11M NAD+, 10 11M NADH,
30 11M (S)-l-phenylethanol, and 8 11M acetophenone. The calculated kcat values per holoen-
zyme (a2) were 2.0 S·I for alcohol oxidation, and 1.6 S·I for ketone reduction (both measured
at pH 8). Apparent Km values of the forward direction were 1.6 ± 0.3 11M for (S)-I-phenyl-
ethanol (at 0.5 mM NAD+) and 51 ± 6 11M for NAD+ (at 1 mM (S)-I-phenylethanol). Ap-
parent Km values of the reverse direction were 1.0 ± 0.04 11M for acetophenone (at 0.25 mM
NADH), and 3.3 ± 0.5 11M for NADH (at 10 11M acetophenone). Acetophenone inhibited its
own reduction at higher concentrations, starting at 811M. No activity was measurable with
(R)-I-phenylethanol as substrate. Racemic (R,S)-I-phenylethanol was only oxidised at 36 %
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of the rate of (S)-I-phenylethanol, and (S)-I-phenylethanol oxidation was completely inhib-
ited in the presence of tenfold higher concentrations of the (R)-enantiomer (Table 3).
Table 3: Substrate specificity and inhibition of (S)-l-phenylethanol dehydrogenase.
The reference value of specific activity (100%) was 4.0 /lmol minot (mg proteinrt. Only val-
ues obtained with tested secondary alcohols are shown. Primary alcohols were not oxidised by
the enzyme
Substrate Relative activity [%]
(S)-I-Phenylethanol
Mixtures of (S)- and (R)-l-phenylethanol
[molar ratio 1:1]










Substrate specificity of purified (S)-I-phenylethanol dehydrogenase was tested in enzyme
assays with a number of substrate analogues. No activity was recorded with primary alcohols,
such as ethanol, I-propanol, I-butanol, 2-phenylethanol or benzyl alcohol, whereas the en-
zyme showed a similar rate with (R,S)-l-phenylpropanol as with racemic I-phenylethanol,
and had a low but definite activity with isopropanol (Table 3). The influence of metal ion
chelators and thiol reagents on (S)-l-phenylethanol-dehydrogenase was studied in enzyme
assays without added MgCI2• Presence of 10 mM EDTA (10 mM), 1 mM pyrazole or 1 mM
I,IO-phenanthroline in enzyme assays did not affect the activity, indicating that the enzyme
does not contain easily accessible bivalent metal ions. Likewise, (S)-I-phenylethanol oxidation
was not inhibited by 0.1 mM 5, 5'-dithiobis-(2-nitrobenzoic acid), 1 mM 4-hydroxymer-




In this study, we analysed the induction pattern and substrate specificity of the second en-
zyme of the proposed pathway of anaerobic ethylbenzene metabolism, (S)-l-phenylethanol
dehydrogenase. NAD+-dependent isoenzymes catalysing the oxidation of (S)- or (R)-l-phen-
ylethanol to acetophenone were identified in cells of strain EbN1 grown on different organic
substrates. The recorded activities in cell extracts are sufficient to explain the observed growth
rates on the respective substrates. The doubling time of 11 h on ethylbenzene and a growth
yield of 79 g dry cell mass per mol ethylbenzene dissimilated (Rabus 1995) require a minimum
activity of 27 nmol'min-1'(mg proteinr1 (assuming a protein content of 50 % in dry mass).
The stereo-specificity of the prevalent isoenzymes in ethylbenzene-grown cells is consistent
with a catabolic pathway via (S)-, but not via (R)-l-phenylethanol. The (S)-enantiomer of 1-
phenylethanol was also previously reported as intermediate of anaerobic ethylbenzene me-
tabolism in another Azoarcus sp., strain EB-l (Johnson and Sponnann 1999).
Whereas only (S)-l-phenylethanol dehydrogenase activity was detected in ethylben-
zene-degrading Azoarcus sp. strain EB-1 (Johnson and Spormann 1999), cells of strain EbNl
apparently synthesise differentially regulated (R)- and (S)-l-phenylethanol dehydrogenases
during growth on other substrates. Activity of (R)-l-phenylethanol dehydrogenase is very low
in ethylbenzene-grown cells and apparently increases about twofold when cells become
stationary, but this isoenzyme is present in much higher amounts in cells grown on either of
the 1-phenylethanol enantiomers or on acetophenone. Remarkably, the highest (R)-l-phenyl-
ethanol dehydrogenase activities were detected in (S)-l-phenylethanol-grown cells, which in-
dicates that the substrate, (R)-l-phenylethanol, is probably not the true inducer of synthesis
of this isoenzyme. The high activities of (R)-1-phenylethano1 dehydrogenase may also be
connected with the observed growth inhibition of the organism by acetophenone concentra-
tions > 2.6 mM (Zengler 1996). Since (R)- and (S)-l-phenylethanol are less toxic for strain
EbN1 (growth inhibition at > 8mM; Zengler 1996), a possible additional function of both 1-
phenylethanol dehydrogenases may be to reduce surplus acetophenone to the respective alco-
hols to avoid accumulation of toxic levels.
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(5)-I-Phenylethanol dehydrogenase of Azoarcus sp. strain EbNl is a soluble protein
and catalyses the oxidation of (5)-I-phenylethanol with NAD+ as electron acceptor and the
reduction of acetophenone with NADH as electron donor. Low apparent Km values for (5)-1-
phenylethanol and acetophenone indicate that conversion of these compounds is indeed the
physiological function of the enzyme. The enzyme also oxidises some secondary alcohols of
similar chemical structure as I-phenylethanol, whereas no primary alcohols are oxidized. (R)-
I-phenylethanol is not metabolised by the enzyme, but inhibits (5)-I-phenylethanol oxidation
in high concentrations. (5)-I-phenylethanol dehydrogenase belongs to the family of short
chain alcohol dehydrogenases, judging by its subunit size, composition and N-terminal se-
quence. Some catalytic properties of (5)-I-phenylethanol dehydrogenase are also typical for
this enzyme family, such as the apparent absence of metal ions in the active enzyme, lack of
essential SH-groups and specificity for secondary alcohols. Compared to other purified 1-
phenylethanol dehydrogenases (Hummel 1999), the characterised enzyme is the first NAD+
dependent short chain alcohol dehydrogenase specific for (5)-I-phenylethanol.
Proteins specifically induced during growth of strain EbNl on acetophenone were re-
cently detected by two-dimensional gel electrophoresis (Champion et al. 1999), and N-termi-
nal amino acid sequencing revealed a short-chain alcohol dehydrogenase among these proteins.
However, the N-terminal sequence, isoelectric point and molecular mass of this protein were
different from that of the presently purified enzyme. Therefore, the previously reported ace-
tophenone-induced protein may well represent the recorded (R)-I-phenylethanol dehydro-
genase or another isoenzyme of (5)-I-phenylethanol dehydrogenase.
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Anaerobic degradation of the aromatic hydrocarbon ethylbenzene was studied with sulfate as
electron acceptor. Enrichment cultures with marine sediment samples from different locations
,
showed ethylbenzene-dependent sulfate reduction to sulfide and always yielded a characteristic
cell type that formed gas vesicles towards the end of growth. A pure culture of this cell type,
strain EbS7, was isolated on ethylbenzene from sediment of Guaymas Basin (Gulf of California).
Complete mineralization of ethylbenzene to carbon dioxide coupled to sulfate reduction was
demonstrated in quantitative growth experiments with strain EbS7. Sequence analysis of the l6S
rRNA gene of strain EbS7 revealed a close relationship with other (so far unnamed) marine iso-
lates of sulfate-reducing bacteria (strains rnXyS 1 and NaphS2) that grow anaerobically with m-
xylene or naphthalene (similarity values, 96.2 and 97.6%, respectively). In addition strain EbS7
also grew on phenylacetate, 3-phenylpropionate, n-hexanoate, formate, lactate and pyruvate as
electron donors and carbon sources. Strain EbS7 was unable to grow on l-phenylethanol and
acetophenone, the first intermediates in the anaerobic ethylbenzene metabolism in the well
characterized denitrifying Azoarcus strains EB 1 and EbNl; this pointed at a pathway for
ethylbenzene in the sulfate-reducing bacterium different from that in denitrifying bacteria. By
gas chromatography-mass spectrometry of culture extracts, 4-phenylpentanoate was identified
upon growth of strain EbS7 with ethylbenzene, but not with other organic substrates. Formation
of 4-phenylpentanoate (possibly as thioester) can be explained as the result of a reaction
sequence involving addition of fumarate to the benzyl carbon atom of ethylbenzene yielding (1-
phenylethyl)succinate, carbon skeleton rearrangement and loss of a carboxyl group in analogy to
reactions during anaerobic alkane degradation. This pathway was further supported by mass
spectrometric evidence for the specific formation of (l-phenylethyl)succinate in culture extracts
from ethylbenzene grown cells of strain EbS7 .
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Introduction
Hydrocarbons have long been considered as inert under anoxic conditions. During the past
decade, however, enriched bacterial populations and numerous pure cultures were shown to de-
grade aromatic or saturated hydrocarbons in the absence of oxygen with nitrate, ferrous iron or
sulfate as electron acceptor, or under conditions of methanogenesis (Heider et al. 1999; Lovley
2000; Spormann and Widdel 2000; Zwolinski et al. 2000; Phelps and Young 2001; Widdel and
Rabus 200 1). Anaerobic degradation of toluene has been most intensely studied, and several
details of the activation reaction with fumarate as the co-substrate and benzylsuccinate as the
product and the first intermediate are known from studies with denitrifying bacteria (Biegert et
al. 1996; Beller and Spormann 1997; Coschigano et al. 1998; Heider et al. 1999; Spormann and
Widdel 2000). Also in anaerobes utilizing electron acceptors other than nitrate, toluene is
apparently activated by the same mechanism (Beller and Spormann 1997; Rabus and Heider
1998; Zengler et al. 1999; Beller and Edwards 2000).
Among the higher homologues of toluene (higher alkylbenzenes), ethylbenzene has been
also studied as a potential bacterial substrate under anoxic conditions. Ethylbenzene belongs to
the BTEX (benzene, toluene, ethylbenzene, xylenes) group of industrially important aromatic
hydrocarbons that are components of crude oil and fuels, and are used as solvents and raw
chemicals. Because of their wide use and noticeable solubility in water, BTEX hydrocarbons are
also of concern as environmental contaminants, especially in anoxic subsurface zones (Coates
and Anderson 2000; Phelps and Young 2001). Hitherto isolated pure cultures of anaerobes that
degrade ethylbenzene are all denitrifying bacteria (Rabus and Widdel1995; Ball et al. 1996). In
contrast to toluene, ethy1benzene in denitrifying strains is not activated with fumarate as co-
substrate, but rather dehydrogenated to yield (S)-l-phenylethanol (Johnson and Spormann 1999;
Johnson et al. 200 1; Kniemeyer and Heider 200 1). (S)-l-Phenylethanol is oxidized to
acetophenone (Johnson and Spormann 1999; Kniemeyer and Heider 2001) and further
metabolized presumably via carboxylation to 3-phenyl-3-oxo-propionate, activation as its
thioester and thiolytic cleavage to benzoyl-CoA and acetyl-CoA (Rabus and Widdel 1995; Ball
et al. 1996; Champion et al. 1999). Degradation of ethylbenzene with sulfate as electron acceptor
was demonstrated in microcosms and enrichment cultures (Chen and Taylor 1997; Reinhard et
al. 1997; Gieg et al. 1999; Phelps and Young 1999; Elshahed et al. 200 1). Analysis of
metabolites in sulfate-reducing populations fed with ethylbenzene did not provide evidence for a
degradation pathway as in denitrifying bacteria. Rather, identification of 3-phenyl-1,2-
butanedicarboxylate [(l-phenylethyl)succinate] pointed at an activation mechanism analogous to
that of toluene with fumarate as a co-substrate (Elshahed et al. 2001).
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The present study was undertaken to isolate and identify sulfate-reducing bacteria that are
able to utilize ethylbenzene as electron donor and carbon source. Sulfate-reducing bacteria playa
key role in the anaerobic mineralization oforganic compounds in marine sediments, due to the
abundance of sulfate as electron acceptor (28 mM) in sea water (J0rgensen 1982; Widdel1988).
Accordingly, the highest metabolic diversity of sulfate-reducing bacteria has been observed
among marine isolates (Widdel and Bak 1992; Rabus et al. 2000). Therefore, we used marine
sediment samples as starting inocula for the present study. They indeed allowed the enrichment
and isolation of a metabolically novel type ofsulfate-reducing bacterium that grows with ethyl-




Enrichment of sulfate-reducing bacteria that utilize ethylbenzene was attempted with marine
sediment samples from Canale Grande in Venice (Italy), from the Bay of Arcachon (France),
from the wadden sea of the North Sea at Horumersiel (Germany), from Eel Pond in Woods Hole
(Mass., USA), and from Guaymas Basin in the Gulf of California (Mexico). The latter sample
was taken at station I during the R/V Atlantis II cruise in April/May 1998 using the submersible
ALVIN (for details see Weber and J0rgensen 2001).
Media, cultivation techniques, and quantitative growth experiments
Techniques for preparation of media and for cultivation of sulfate-reducing bacteria under anoxic
conditions were as described previously (Widdel and Bak 1992). In short, cultures were grown in
defined bicarbonate-buffered (pH 7.3-7.5), sulfide-reduced artificial seawater medium. The
volume of non-chelated trace element solution (Widdel and Bak 1992) added per liter of medium
was 1 ml in the beginning and 2 ml after isolation of the pure culture. Viton rubber-sealed flat
250 ml-bottles or 20 ml-tubes containing 200 and 15 ml, respectively, of medium under a
headspace of N2-C02 (9: 1 [vol/vol]) were used for routine cultivation and growth tests. Filter-
sterilized (via solvent-resistant cellulose filters, pore size 0.2 flm) ethylbenzene and other
hydrocarbons were diluted (0.5 to 5% [vol/vol]) in sterile, anoxic 2,2,4,4,6,8,8-
heptamethylnonane (HMN) as a carrier phase (4 ml per bottle; 0.5 ml per tube) to avoid toxic
effects of the pure aromatic and aliphatic compounds (Rabus et al. 1993). The tubes with the
overlaid insoluble hydrocarbon phases were incubated nearly horizontally to facilitate diffusion
of substances into the aqueous medium. The sealed orifices were kept somewhat below the
surface of the medium to avoid contact of the hydrocarbon phase with the stoppers (Aeckersberg
et al. 1991; Rabus et al. 1993). Non-hydrocarbon substrates were added from sterile aqueous
stock solutions so as to achieve the indicated concentrations.
The time course of sulfate reduction to sulfide with ethylbenzene as electron donor was
measured in Viton rubber-sealed flat 250 ml-glass bottles as described above. Aliquots for de-
termination of the optical density (OD, at 660 nm) and sulfide were withdrawn via the stoppers
by means of sterile syringes. Sulfate and ethylbenzene consumed as well as formed sulfide and
cell protein formed during growth of strain EbS7 were quantified in separate experiments using
Viton rubber-sealed 100 ml-bottles with 70 ml medium, 2 ml HMN and ethylbenzene at the
indicated amounts (Table 1).
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For the characterization of metabolites, strain EbS7 was cultivated in stopper-sealed flat
glass bottles (500 ml) containing 400 ml of artificial seawater medium under an anoxic head
space. Cultures contained 4% (vol/vol) ethylbenzene in HMN and high (28 mM) or limiting con-
centrations (8 mM) of sulfate as electron acceptor. Fumarate (2 mM) was added to one parallel.
In control experiments, strain EbS7 was incubated with 3 mM phenylpropionate (with 8 or 28
mM sulfate) or 4 mM n-hexanoate (28 mM sulfate). Cultures without sulfate or without cells
served as negative controls.
Isolation, purity control and maintenance
Strain EbS7 was isolated via serial dilution in anoxic medium mixed with aqueous agar as
gelling agent (Widdel and Bak 1992). The dilution of the artificial seawater medium by mixing
with aqueous agar was compensated by the addition of a concentrated salt solution to each tube
(Widdel and Bak 1992). The solidified agar was overlaid with 0.5 ml of heptamethylnonane
containing 2% (vol/vol) ethylbenzene. In a subsequent agar dilution series for further
purification ethylbenzene was replaced by 3-phenylpropionate (3 mM) as a soluble substrate that
is applicable without a carrier phase.
The purity of the isolated strain was routinely checked by phase-contrast microscopy of
cultures grown with ethylbenzene and other utilizable substrates. In addition, inoculated media
containing glucose (5 mM), fructose (5 mM) or AC-medium (3 gil; Difco Laboratories, Detroit,
USA) were incubated and checked by microscopy. For maintenance, strain EbS7 was grown on
ethylbenzene or 3-phenylpropionate and stored at 4°C; transfers were made every three months.
Sequence analyses of l6S rRNA gene
DNA was released from cells by repeated rapid freezing and thawing. Two primers, 8F (5'-
AGAGTTTGATCMTGG-3') and l492R (5 '-TACCTTGTTACGACTT-3') (Buchholz-Cleven et
al. 1997) were used for PCR amplification of the 16S rRNA gene. The PCR assay contained 1 ~l
of cell suspension, 0.4 ~M of each primer, 200 ~M dNTP-mix, 4 ~l bovine serum albumin (2
mg/ml), 2 mM MgCh, and 5 ~l REDTaq reaction buffer (Sigma, Deisenhofen, Germany); the
final volume was adjusted to 50 ~l with sterile water. REDTaq DNA Polymerase was added to
the reaction mixture after a "hot start" (96°C, 5 min). PCR products were resolved on an agarose
gel (1%) in lxTBE (8.9 mM Tris-borat buffer pH 8.2 with 2 mM EDTA) and visualized under
UV light (366 nm) after staining with ethidium bromide (0.1 %).
DNA was sequenced by GAG BioScience (Bremen, Germany) on an automated se-
quencer (ABI 377; Perkin Elmer, Langen, Germany) using dye-labeled dideoxynucleotides
(Chen and Seeburg 1985)
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The retrieved 16S rDNA sequence was added to the rDNA sequence database of the
Technical University Munich (release December 1998) using the program package ARB (Strunk
et al. 2001). The tool ARB_ALIGN was used for automatic sequence alignment. The resulting
alignments were checked by eye and corrected manually, considering the secondary structure of
the rRNA molecule. The ARB-database was supplemented by importing all ofthe available l6S
rDNA sequences (July 2001) from the a-subclass of Proteobacteria. Tree topologies were evalu-
ated by performing maximum parsimony, neighbor joining, and maximum likelihood analysis.
Only sequences that were at least 90% complete were used for treeing. Trees were calculated
either without the application of filters or with a 50% filter. This filter takes only into account
positions where at least 50% of the sequences in a selected cluster share the same residues.
Chemical and other analyses
A simple test with CUS04 (5 mM in 50 mM HC1) yielding CuS was routinely used for detection
of formed sulfide in enrichment cultures in comparison to controls without organic substrate
(Cord-Ruwisch 1985). Sulfide in quantitative growth experiments was determined
colorimetrically using the methylene blue formation reaction (Cline 1969) in a modified
microassay (Aeckersberg et al. 1991). Sulfate was determined gravimetrically as precipitated
BaS04 (Aeckersberg et al. 1991).
Ethylbenzene in heptamethylnonane was measured by gas chromatography (Auto
System; Perkin Elmer, Norwalk, USA). Hydrocarbons were separated on an Optima 5 column
(0.32 mm by 50 m, 0.25 Jlm film thickness; Macherey&Nagel, Diiren, Germany) with H2 at a
flow rate of 1.6 ml min'l. The temperatures of the injection port and the flame ionization detector
were 250 and 280°C, respectively; the oven (column) temperature was programmed from 80 °C
(2 min isothermal) to 160°C at a heating rate of 5 °C min' I, and from 160 °C (0.1 min isother-
mal) to 220 °C (12 min isothermal) at a heating rate of 30°C min'l. Defined, freshly prepared
solutions of ethylbenzene in heptamethylnonane were used for calibration.
Ethylbenzene in the aqueous phase was determined on a high performance liquid chro-
matography system (Sykam, Gilching, Germany) equipped with a reversed phase Grom-Sil
ODS-2 FE column (4.6 by 250 mm; Grom, Herrenberg, Germany). Samples were eluted with
acetonitrile-water mixture (80:20 [voVvol]) with 0.75 rnM phosphoric acid at a flow rate of 1 ml
min-I and a column temperature of 25 °C (Rabus and WiddeI1995). Detection was by UV ab-
sorption at 215 nm and 255 nm. Defined, freshly prepared solutions of ethylbenzene in an aceto-
nitrile-water mixture (80:20 [vol/vol]) were used as standards. Possible production of organic
acids was examined by an HPLC system (Sykam, Gilching/Munich, Germany) equipped with an
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SS-100 H+-column (7.8 by 300 mm; Sierra Separations, Sparks, USA). Samples were eluted
with 5 mM H2S04 in water at a flow rate of 0.6 ml min-1 and a column temperature of 60°C.
Fatty acids were detected by UV absorption at 210 nm (Sykam, GilchinglMunich, Germany).
Metabolites in cultures were analyzed as described previously (Rabus et aL 2001) with
slight modification. Heat-inactivated cultures (400 ml) of strain EbS7 were extracted three times
at pH 1.5 with dichloromethane (80 ml) instead of diethyl ether. Organic extracts were concen-
trated by evaporation to 4 ml and half of the volume were methylated using an etheral solution of
diazomethane that was freshly prepared from Diazald (Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Germany).
Gas chromatographic-mass spectrometric analysis of methylated culture extracts was performed
as described previously (Rabus et aL 2001). The identity of the major metabolite with an
authentic standard of 4-phenylpentanoic acid (Sigma-Aldrich, Milwaukee, USA) was verified by
co-injection of the methyl esters on two different GC columns as described previously (Rabus et
aL 2001). The structure of the standard was confirmed by IH and 13C NMR spectroscopy as
described previously (Rabus et aL 2001).
Whole-cell protein was determined using an assay kit (Bio-Rad, Hercules, USA) based
on the Coomassie brilliant blue dye binding method (Bradford 1976). To solubilize proteins prior
to the assay, cells from 1 ml culture medium were centrifuged (11300 x g, 40 min) and mixed
with 0.5 ml of a 0.25 M sodium hydroxide solution containing 5 mM EDTA. The cell suspension
was incubated for 10 min at 95°C. Bovine serum albumin was used as a standard.
The G+C content of the DNA was determined by high-performance liquid
chromatography according to the procedure of (Mesbah et al. 1989). DNA was isolated by
chromatography on hydroxylapatite after cell disruption according to Cashion et al. (1977). The
analysis was performed at the German Collection of Microorganisms and Cell Cultures (DSMZ),
Braunschweig (Germany).
Nucleotide sequence accession number
The nearly complete l6S rRNA sequence of isolate EBS7 is available from EMBL under




Enrichment of ethylbenzene-degrading sulfate-reducing bacteria was attempted in 250 ml-bottles
that were inoculated with anoxic marine sediment samples (20 ml) from five different locations
in Europe and America. Distinct production of sulfide (~ 4 mM) in the presence of ethylbenzene
in comparison to sulfide production in controls (around 3 mM) was observed after 2-3 months
(samples from Venice and Arcachon bay) and 6-7 months (other samples). After transfer of
aliquots (20 ml, with proportional amount of sediment) to fresh media, ethylbenzene-dependent
sulfide production became more rapid (10 mM after 6-8 weeks), whereas subsequent controls
without ethylbenzene no longer produced sulfide. In all subcultures oval cells with gas vesicles
were revealed by microscopy. Growth in further subcultures became most rapid with the
enrichment culture from Guaymas Basin sediment, which was therefore selected for further
experiments. When a sediment-free enrichment culture was obtained after three further transfers,
the oval cell type with gas vesicles caused homogeneous turbidity.
Dilution series in anoxic agar overlaid with ethylbenzene in an inert carrier phase yielded
small yellowish to brownish colonies after three month. Agar-tubes with a low dilution factor
displayed a distinct band of tiny bacterial colonies « 2 mm) in a distance of 1-2 mm from the
overlying hydrocarbon phase, but no colonies towards the bottom of the tube. Agar tubes with
high dilution factor showed fewer and bigger colonies (0.5 mm) that were distributed throughout
the agar. Colonies transferred to liquid medium with ethylbenzene grew within two month. A
few growth tests were carried out with polar aromatic compounds (benzoate, phenylacetate, 3-
phenylpropionate; 3 mM each) to reveal substrates that can be applied in further agar dilution
series directly in the medium without a carrier phase. Results showed that 3-phenylpropionate
was used more rapidly than phenylacetate, whereas benzoate was not used. From colonies grown
subsequently in agar with 3-phenylpropionate, six were isolated and first transferred to liquid
media containing the same substrate. After growth in this medium, every of the six isolated
strains was able to grow again on the original substrate, ethylbenzene. One strain, designated as
EbS7, was used for further characterization.
Morphological and other characteristics
Cells of strain EbS7 were rod-shaped, non-motile and formed gas vesicles towards the end of
growth (Fig. I).
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Fig. 1 Phase-contrast photomicrograph of the newly isolated marine sulfate-reducing strain EbS7
grown with ethylbenzene. Bar, 10 flm. Cells contain gas vesicles that are fonned towards the end
of growth.
Cells were 1.5 by 2-2.3 flm in size. Growth of strain EbS7 was observed within a temperature
range of 12 to 35 ec (lower temperatures not tested) with an optimum around 31-32 ec, and
within a pH range of6.1 and 7.8 with an optimum around 7.5. Growth was also observed if the
original concentration of NaCI and MgCh in the artificial seawater medium (26.4 and 5.7 gil; see
ref. (Widdel and Bak 1992)) was decreased to 10 and 1.7 gil, respectively, but not in a
freshwater medium containing only 1 and 0.4 g, respectively. Most rapid growth was observed
with 2, 3 and 5% (vol/vol) ethylbenzene in the carrier phase (heptamethylnonane). With 2%
ethylbenzene in the carrier phase, a concentration in the aqueous phase of around 25 flM was
measured.
Relationships based on 16 S rRNA gene sequences, and G+C content
Analyses of sequences derived from the 16S rRNA gene revealed an affiliation of strain EbS7
with the i)-proteobacteria (Fig. 2). The closest relatives were sulfate-reducing strain NaphS2
(97.6% similarity) that has been isolated with naphthalene (Galushko et al. 1999), sulfate-
reducing strain mXySI (96.2% similarity) that has been isolated with m-xylene (Harms et al.
1999) and a cloned 16S rRNA gene retrieved from Arctic sediment (Ravenschlag et al. 1999).
Furthennore, the data base revealed identity with 550 base pairs of a 16S rRNA gene sequence
retrieved from an enrichment culture with ethylbenzene and sediment of Tokyo Bay (Nakagawa
et al. 2001). The G+C content of the DNA was 51.8 mol%. Reported G+C values of the
aforementioned strains mXyS 1 (Galushko et al. 1999) and NaphS2 (personal communication A.
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Fig. 2 Phylogenetic l6S rRNA-based tree reflecting the relationships of the newly isolated sul-
fate-reducing strain EbS7 to a selected number of members of the o-proteobacteria. Only nearly
full-length sequences (>1300 bases) were included for calculation. The tree was corrected by
consideration of the different results obtained with various tree reconstruction algorithms. The
bar indicates an estimated sequence divergence of 10%. Strains of sulfate-reducing bacteria
originally isolated with aromatic hydrocarbons as growth substrates are indicated in bold.
Study of substrate utilization
Growth tests with various aromatic and aliphatic compounds instead of ethylbenzene revealed
that strain EbS7 was able to grow also with phenylacetate (1 and 4 mM), 3-phenylpropionate (1
and 4 mM), formate (10 and 20 mM), n-hexanoate (1 and 4 mM), lactate (1 and 5 mM) and
pyruvate (1 and 5 mM). Most rapid growth and highest cell densities and sulfide concentrations
were observed with 3-phenylpropionate; with 4 mM of this substrate, sulfide concentrations of
18 mM were reached within 4-6 weeks, whereas sulfide concentrations with ethylbenzene were
never higher than 9 mM within 10-12 weeks. As further hydrocarbons, benzene, toluene, 0-
ethyltoluene, m-ethyltoluene, p-ethyltoluene, n-propylbenzene, m-xylene, naphthalene, and
ethylcyclohexane (1 and 2% in carrier phase) were tested but did not reveal growth. Also, no
growth was observed with l-phenylethanol (0.5 and 2 mM), acetophenone (0.5 mM), benzoate
(I and 4 mM), 2-phenylpropionate (l and 2 mM), 4-phenylbutyrate (1, and 4 mM), 4-
phenylpentanoate (0,5, 1 and 2 mM), mandelate (0.5 and 2 mM), phenol (0.5 and 2 mM), acetate
(5 and 10 mM), succinate (1 and 5 mM), fumarate (1 and 5 mM), malate (1 and 5 mM), ethanol
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(5 mM), I-propanol (l and 5 mM), 2-propanol (l and 5 mM), glucose (5 mM) and fructose (5
mM).
Inhibition of ethylbenzene utilization by I-phenylethanol
I-Phenylethanol, which was not utilized as growth substrate, was a specific inhibitor of growth
of strain EbS7 on ethylbenzene. No growth occurred if 0.5 mM I-phenylethanol was added to
cultures with 2% ethylbenzene in the carrier phase. In contrast, growth of strain EbS7 on
pyruvate (5 mM) was not affected by I-phenylethanol (further substrates not tested).
Acetophenone (0.5 mM) neither inhibited growth with ethylbenzene nor with pyruvate.
Quantitative growth experiments
Growth and the time course of sulfide production of strain EbS7 with ethylbenzene is shown in
Fig. 3. There was no pronounced exponential growth phase; rather, the increase in cell density
and sulfide appeared to be linear during nearly the whole growth phase. A semilogarithmic plot
of time points from the beginning of growth depicted in Fig. 3 revealed much scattering, such
that only a rough estimation of the doubling time was possible; estimates were between 12 and
20 days.
Consumption of organic substrate and sulfate and formation of cell protein during growth
of strain EbS7 was quantified in separate experiments with a small and a large amount of
ethylbenzene. Results are shown in Table 1. The small amount of ethylbenzene was completely
consumed. The amount of ethylbenzene available as electron donor for sulfate reduction (viz. the
dissimilated portion) was calculated by subtraction of the assimilated amount (estimated from
formed cell protein) from the totally consumed amount. With the small amount of ethylbenzene,
the ratio between the amount of electrons available from the dissimilated portion of substrate and
the amount of electrons used for sulfate reduction was 1.08. With the high amount of
ethylbenzene, the balance revealed a certain surplus of electrons. Volatile fatty acids (acetate,
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Fig. 3 Increase of cell density (e) and sulfide (0) concentration during anaerobic growth of
strain EbS7 with ethylbenzene. Ehylbenzene was quantified only at the beginning and the end of
growth (A). Ethylbenzene was mainly dissolved in a carrier phase ofheptamethylnonane, but for
convenience the indicated concentration is calculated as attributed exclusively to the aqueous
phase. The growth experiment was carried out in a flat 250 ml bottle with 200 ml medium and
0.13 ml ethylbenzene dissolved in 6 ml heptamethylnonane. OD, optical density.
Identification of metabolites
GC-MS analysis of methylated dichloromethane extracts from cultures of strain EbS7 revealed
the formation of one major metabolite that was not detectable in cultures grown with n-
hexanoate or 3-phenylpropionate. This peak was also absent in controls with ethylbenzene but
without cells, however, it was present at low relative intensity in controls with etylbenzene but
without sulfate possibly due to residual activity of the cells. The mass spectrometric
fragmentation pattern was in agreement with the structure of 4-phenylpentanoic acid methyl
ester (Fig. 4). This was confirmed by co-injection experiments with an authentic standard on two
different GC columns. In addition, very small relative amounts of two additional metabolites
were detected which had significantly longer retention times than 4-phenylpentanoic acid methyl
ester. The mass spectra of these two metabolites were very similar with characteristic fragment
ions at m/z 250, 219, 190, 187, 177, 159, 145, 131, and 105. These mass spectra were similar to
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those of succinic acid dimethyl esters identified as products of anaerobic xylene degradation
(Wilkes et al. 2000). The mass spectra of the presently detected metabolites have base peaks at
m/z 105. We therefore propose that the two peaks detected upon growth of strain EbS7 represent
the two diastereomers of (l-phenylethy1)succinic acid dimethyl esters. Unequivocal assignment
of these metabolites was not possible due to lack of authentic standards. The formation of
diastereomers due to the activation of hydrocarbons at a non-terminal carbon atom has been
demonstrated previously for n-hexane degradation by a denitrifying bacterium (Rabus et al.
2001). Benzoate was detected in extracts from cultures of strain EbS7 grown on 3-
phenylpropionate, but not in these grown on ethylbenzene; cells of strain EbS7 grown on n-
hexanoate did not reveal metabolites at detectable concentrations.
Table 1 Quantification of ethylbenzene and sulfate consumption and growth of strain EbS7. Incubation experiments were carried out in anoxic flat
bottles with a culture volume of 70 ml. The medium was overlaid with 2 ml of heptamethylnonane as carrier phase for ethylbenzene.
Experiment Ethylbenzene Ethylbenzene Sulfate Cell dry mass Ethylbenzene Electrons Electrons
added disappeared consumed formedb dissimilatedC from consumed
(Jlmol) (Jlmol) (Jlmol) (mg) (Jlmol) ethylbenzene by sol
dissimilatedd reductione
(Jlmol) (Jlmol)
Cells with 44.3 44.3 190 1.26 39.3 1651 1520
limiting amount
of ethylbenzene




Cells without 0- 0 33 <0.2
ethylbenzene
(control)
Sterile medium 242.6 0 0 0
without cells
aDifference between ethylbenzene added and ethylbenzene recovered at the end of incubation in the carrier phase and aqueous phase.
bCell dry mass was determined via protein, assuming that the latter accounts for 50 % (wt/wt) ofthe dry mass.
cDifference between ethylbenzene consumed and ethylbenzene used for cell synthesis. Ethylbenzene used for cell synthesis was calculated from the
produced cell dry mass, assuming the equation 17 CSH IO + 32 HC03' + 32 H+ + 30 H20 ~ 42 C4H70 3• Hence, 3.93 Jlmol of ethylbenzene is
required for I mg of cell dry mass.
d42 mol of electrons are derived from I mol of ethylbenzene if oxidized to C02.
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Fig. 4 Mass spectra of the metabolites that are specifically produced by cells of strain EbS7
during growth on ethylbenzene. (a) The metabolite is tentatively identified as (1-
phenylethyl)succinate methyl ester. (b) Mass spectrum of 4-phenylpentanoic acid methyl ester.
123
Discussion
The newly isolated strain EbS7 is the first pure culture of a sulfate-reducing bacterium
that grows with the aromatic hydrocarbon, ethylbenzene, as electron donor and carbon source.
The same gas vesicle-forming cell type as strain EbS7 was enriched from marine sediment sam-
ples of different geographical location; this and the fact that an identical 16S rRNA partial se-
quence was retrieved from an enrichment culture from Tokyo Bay sediment with ethylbenzene
(Nakagawa et al. 2001) suggests that this type is wide-spread in marine sediments. It may be
locally enriched under long-tenn exposure to petroleum contamination.
Strain EbS7 and the closely related two other sulfate-reducing bacteria, strain NaphS2
and rnXyS 1 (Fig. 2) that utilize naphthalene and m-xylene, respectively, may be regarded as a
genus. The G+C content of strains EbS7, NaphS2 and mXySI is rather similar (Fig. 2). The
similarity value between 16S rRNA genes from strains EbS7 and NaphS2 (97.6%) makes it
difficult to differentiate whether or not these organisms should be regarded as one species
(Stackebrandt and Goebel 1994; Goodfellow et al. 1997). For definite classification in the future,
additional characteristics, especially DNA-DNA hybridization data, should be taken into
consideration. With respect to nutrition, there are clear differences between these three strains
(Table 2). Strain EbS7 does not grow with the hydrocarbons utilized by strain NaphS2
(naphthalene) and rnXySI (toluene, m-xylene, m-ethyitoluene), whereas the latter two strains do
not utilize ethylbenzene.
The electron balance between the dissimilated portion of consumed ethylbenzene and
reduced sulfate is close to 1.0 and can be only explained by assuming a complete oxidation ac-
cording to the following equation:
C6HsC2Hs + 5.25 SOl" + 2.5 H+ + 3 H20 - 8 HCO)" + 5.25 H2S
This is further supported by the absence of short-chain fatty acids such as acetate in ethylben-
zene-grown cultures of strain EbS7; acetate is the characteristic end product of sulfate-reducing
bacteria that oxidize their substrates incompletely. The inability of strain EbS7 to grow with free
acetate does not contradict an assumed capacity for complete oxidation. Several sulfate-reducing
bacteria, which oxidize organic compounds other than acetate completely to C02, were also un-
able to grow on free acetate (Rabus et al. 2000), possibly due to the lack of a mechanism for
acetate activation to acetyl-CoA. There is presently no explanation for the surplus of electrons
from ethylbenzene. In the case of the high amount of ethylbenzene, the surplus corresponds to
approximately 20% of the totally consumed substrate (2.3 mmol/l). If one assumes that this sur-
plus is present in excreted organic metabolites, their concentration would have to be in the range
of 400 Ilmol/l. Since metabolites at this concentration were not detectable with the presently ap-
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plied analytical techniques, the deviation of the electron balance from 1.0 can presently not be
explained. Also in other sulfate-reducing bacteria utilizing hydrocarbons, there was always a
certain surplus of electrons from the consumed organic substrate (Rabus et al. 1993; Rueter et al.
1994; Beller et al. 1996).
In contrast to denitrifying strains that grow on ethylbenzene (Rabus and Widdel 1995;
Ball et al. 1996), the sulfate-reducing strain EbS7 does not grow on l-phenylethanol and
acetophenone. If one assumes that these compounds as hydrophobic substances diffuse into the
cell, the finding with strain EbS7 suggests that I-phenylethanol and acetophenone are no free
intermediates in the metabolism of ethylbenzene in this bacterium. In contrast, denitrifying
bacteria oxidize ethylbenzene via free I-phenylethanol and acetophenone that can be detected in
culture supernatants (Ball et al. 1996; Rabus and Heider 1998; Champion et al. 1999). The
assumption of an alternative route for ethylbenzene degradation in the sulfate-reducing
bacterium is further supported by metabolite analyses in bacterial communities enriched with
ethylbenzene and sulfate (Elshahed et al. 2001). l-Phenylethanol and acetophenone were not
detected, rather, 3-phenyl-l ,2-butanedicarboxylate [(l-phenylethyl)succinate] was identified
pointing at an activation analogous to that of toluene with fumarate as a co-substrate. Also
specific formation of (l-phenylethyl)succinate and 4-phenylpentanoate during ethylbenzene
degradation by strain EbS7 cannot be explained by an oxidation pathway via I-phenylethanol
and acetophenone. Rather, the formation of 4-phenylpentanoate would be in accordance with an
ethylbenzene-activation with fumarate as co-substrate if one assumes that the activation product
(l-phenylethyl)succinate undergoes carbon skeleton rearrangement (probably as thioester) and
decarboxylation analogous to reactions in the anaerobic metabolism of n-alkanes (Wilkes et al.
2001). Rearrangement of (l-phenylethyl)succinyl-CoA (like rearrangement of succinyl-CoA
during propionate fermentation) would yield (l-phenylpropyl)malonyl-CoA. The
decarboxylyation of this product (e.g. via a transcarboxylase) would yield 4-phenylpentanoyl-
CoA, the thioester of the presently detected metabolite (Fig. 5). After one round of f)-oxidation
and thiolytic cleavage, the methyl branch in the resulting 2-phenylpropionate would prevent a
next round of regular f)-oxidation. A further carbon skeleton rearrangement may therefore take
place, analogous to isomerization of isobutyryl-CoA to butyryl-CoA (Stieb and Schink 1989;
Burkhardt et al. 1998; Zerbe-Burkhardt 1998); however, such a reaction in strain EbS7 is purely
speculative at the present stage of results. 2-Phenylpropionate could also be further degraded via
2-phenylmalonic semialdehyde to phenylacetate analogous to reactions in the metabolism of


























Fig. 5 Proposed pathway for the degradation of ethylbenzene by the sulfate-reducing strain
EbS7: A, ethylbenzene; B, (l-phenylethyl)succinate; C, (l-phenylethyl)succinyl-CoA; D, (2-
phenylpropyl)malonyl-CoA; E, 4-phenylpentanoyl-CoA; F, 3-oxopentanoyl-CoA; G, 2-
phenylpropionyl-CoA.
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The inhibition of growth on ethylbenzene by I-phenylethanol not only confirms the as-
sumed diffusion of this alcohol into the cell (see above), but is also another evidence for an ini-
tial reaction of ethylbenzene in strain EbS7 analogous to that of toluene in various anaerobes.
The metabolism of toluene is specifically inhibited by benzyl alcohol (Rabus et al. 1993; Biegert
and Fuchs 1995; Rabus and Widdel 1995). Likewise, I-phenylethanol as the higher homologue
of benzyl alcohol may interfere with the activation of ethylbenzene as the higher homologue of
toluene.
The oxidation of ethylbenzene to I-phenylethanol as it occurs in denitrifiers has a redox
potential of -0.012 to +0.03 V (Johnson and Spormann 1999; Kniemeyer and Heider 2001). For
effective conversion of ethylbenzene to I-phenylethanol, the electron acceptor is expected to
have an even more positive redox potential. In extracts of the denitrifiers, benzoquinone and
ferricenium (standard redox potentials at pH 7, +0.293 and +0.38 V, respectively) could serve as
artificial electron acceptors and the natural electron acceptor may have a similarly high redox
potential. Electron acceptors with such positive redox potentials may not be compatible with the
metabolism of a sulfate-reducing bacterium, where reaction occurs on the average at rather
negative redox potentials. In contrast, an alternative activation mechanism of ethylbenzene in-
volving addition to fumarate by a radical reaction would be also feasible at low redox potentials,
as obvious from the formation of benzylsuccinate from toluene and fumarate in sulfate-reducing
bacteria (Beller and Spormann 1997; Rabus and Heider 1998). The radical is generated by a
reductive mechanism (Heider et al. 1999; Spormann and Widde12000; Widdel and Rabus 2001.)
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Table 2 Comparison of characteristics of the newly isolated strain EbS7 and the phylogeneti-




Cell size (~m) 1.5x2-2.3 1.3x 1.3-1.9 0.6-1x 1-2
G+C content (mol%) 51.8 53.2a 49.0









Pyruvate + + +
3-Phenylpropionate + +a n.d.
apersonal communication A. Galushko
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Abb. Dl Zweidimensionales gelelektrophoretisches Polypeptidmuster von (A) auf Ethylbenzol
gewachsenen Zellen des Stammes EbN1 im Vergleich zu auf (B) 1-Phenylethanol gewachsenen
Zellen. Die Zellproteine wurden in der ersten Dimension entsprechend ihres isoelektrischen
Punktes (Trennung von links nach rechts) und in der zweiten Dimension (SDS-PAGE)
entsprechend ihrer Molekularmasse (Trennung von oben nach unten) aufgetrennt. Die Polypep-
tide wurden durch Coomassie-Blue-Fiirbung sichtbar gemacht. Die Pfeile kennzeichnen die
Polypeptide, die in Stamm EbN 1 nur bei Wachstum auf Ethylbenzol zusatzlich vorhanden
waren. Die aufgetragene Proteinmenge betrug 180 Ilg.
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2. Amplifikation der N-terminalen Gensequenz der a-Untereinheit der Ethylbenzol-
Dehydrogenase aus Azoarcus Stamm EbNl mittels peR















Abb. 2D Analyse eines PCR-Produktes nach Amplifikation der N-terminalen Sequenz der a-
Untereinheit der Ethylbenzol-Dehydrogenase. Mit einem von der Aminosauresequenz des N-
Terminus abgeleiteten degeneriertem Primerpaar (Primer I, 5'GGSACSAAGGCSCCSGGSTA
3'; Primer 2, 5TISACCTTRTCCCACTTCCA 3') konnte ein 72 Basenpaare groBes Fragment
amplifiziert werden. Die Sequenzierung des PCR-Produktes ergab eine Obereinstimmung mit
der Aminosauresequenz der Ethylbenzol-Dehydrogenase am N-Terrninus. DreiBig Basenpaare
(8.-17. Aminosaure des N-Terminus) konnten sequenziert werden: GCG AGT TGG GAA GAC
ATC TAT CGC AAA GAG. Bahn 1 und 2. DNA GroBenmarker; Bahn 3 erhaltenes PCR
Produkt mit degeneriertem Primerpaar; Bahn 4 Negativkontrolle der PCR-Amplifikation ohne
DNA-Template.
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